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In den letzten Jahrzehnten gewann die Forschung im Bereich der regenerativen Medizin immer 
mehr an Bedeutung. Besonders die adulten multipotenten mesenchymalen Stromazellen 
(MSC) sind sehr vielversprechend, da sie ein hohes Therapiepotential für ein weites Spektrum 
an Erkrankungen besitzen. Speziell in der Orthopädie, wo es häufig degenerative 
Krankheitsbilder gibt, können sie vielseitig eingesetzt werden (SCHMITT et al. 2012). Sie sind in 
der Lage sich in verschiedene Gewebe zu differenzieren und besitzen parakrine sowie 
immunmodulierende Effekte (DA SILVA MEIRELLES et al. 2008). Von einer standardisierten 
klinischen Anwendung von MSC-Therapien bei orthopädischen Erkrankungen wie 
Tendinopathien oder Osteoarthritis ist man allerdings noch weit entfernt (SCHMITT et al. 2012).  
In der Veterinärmedizin gibt es bereits viele Studien zur MSC-Therapie im Pferdemodell (BURK 
et al. 2013a). Vor allem die Behandlung von Tendinopathien der equinen oberflächlichen 
Beugesehne (OBS) mit MSC erscheint sinnvoll, da eine verminderte Rezidivrate und eine 
bessere Organisation des heilenden Gewebes gezeigt werden konnten (BURK und BREHM 
2011, GODWIN et al. 2012, PACINI et al. 2007, SMITH 2008). Dies sind wegweisende Erfolge, 
deren Erkenntnisgewinn für die Humanmedizin genutzt werden sollte. Die vergleichbare 
Biomechanik bestimmter Sehnen impliziert eine gute Übertragbarkeit auf orthopädische 
Erkrankungen des Menschen (PATTERSON-KANE et al. 2012), z.B. die Achillessehnen-
tendinopathie, die eine vergleichsweise hohe Inzidenz in der Bevölkerung zeigt (HOLM et al. 
2015, JONGE et al. 2011). 
Bevor jedoch präklinische Studien zur Zelltransplantation in Betracht gezogen werden können, 
sollte man die Vergleichbarkeit humaner und equiner Zellprodukte überprüfen (EUROPEAN 
MEDICINES AGENCY 2010). In der folgenden Arbeit wurden, dem Stand der aktuellen Literatur 
nach zum ersten Mal, equine und humane MSC aus Fett- und Sehnengewebe anhand 
verschiedener Charakteristika unter den gleichen Kulturbedingungen in vitro verglichen. 
Um eine therapeutisch relevante Anzahl von MSC zu erhalten, müssen diese unweigerlich in 
vitro kultiviert werden. Dafür werden nach wie vor meist fetales bovines Kälberserum (FBS) als 
Kulturzusatz und Enzyme (zum Beispiel Collagenase I) zur Zellisolation aus Gewebe verwendet 
(BURK et al. 2013b). Dies hat Einfluss auf die Zellen und führt zu einer unumgänglichen 
Variabilität durch verschiedene Chargen und mögliche Kontaminationen, da es sich um 
Naturprodukte handelt, deren Zusammensetzung variieren kann. Nicht zuletzt ist die ethische 
Vertretbarkeit der Gewinnung des Kälberserums bei steigendem Verbrauch kritisch zu 
hinterfragen.  
Als Ersatz kommen zum Beispiel Thrombozyten-Konzentrate anstatt des FBS oder serumfreie 
Medien infrage. Bisherige Studien dazu ergaben eine gewisse Inkonsistenz (BLANDE et al. 2009, 
LANGE et al. 2007, MÜLLER et al. 2006, OIKONOMOPOULOS et al. 2015, SWAMYNATHAN et 
al. 2014), die nicht zuletzt durch verschiedene Zelltypen und Kulturbedingungen zustande 
kommen kann. In der folgenden Arbeit wurden die Isolation humaner und equiner MSC ohne 






2.1 MULTIPOTENTE MESENCHYMALE STROMAZELLEN 
 
Multipotente mesenchymale Stromazellen (MSC) werden auch als adulte Stammzellen 
bezeichnet. Der Begriff Stammzelle ist hier allerdings vorsichtig zu verwenden, da er nicht 
eindeutig definiert ist. Ursprünglich war damit eine Zelle gemeint, die folgende Eigenschaften 
hat: die Fähigkeit zur Selbsterneuerung und Bildung verschiedener differenzierter Zellen eines 
Organismus sowie eine hohe Proliferationsfähigkeit (BADURA-LOTTER 2005). Allerdings kann 
man, je nach Entwicklungspotential, verschiedene Zelltypen unterscheiden (Abb. 1). Eine 
totipotente Zelle kann sich zu einem gesamten Organismus inklusive extraembryonaler 
Membranen (Amnion, Allantois, etc.) entwickeln. Dies trifft auf Zygoten und Blastomere bis 
zum 4-Zell-Stadium zu (MITALIPOV und WOLF 2009), die als embryonale Stammzellen (ESC) 
bezeichnet werden. Pluripotente Zellen, also nach dem 4-Zell-Stadium gewonnene embryonale 
Stammzellen und induzierte pluripotente Stammzellen (iPS-Zellen), sind in der Lage sich in 
Zellen aller drei Keimblätter (Endoderm, Mesoderm, Exoderm) sowie die Zellen der Keimbahn 
zu differenzieren (HÜBNER et al. 2003, MITALIPOV und WOLF 2009). Diese embryonalen 
Stammzellen werden aus dem inneren Zellhaufen, Embryoblast, der Blastozyste gewonnen. 
IPS-Zellen hingegen werden durch bestimmte Faktoren aus bereits ausdifferenzierten Zellen 
reprogrammiert (TAKAHASHI und YAMANAKA 2006) und besitzen dann wieder die Fähigkeit 
der Pluripotenz. Bei toti- und pluripotenten Zellen wie ESC und iPS-Zellen besteht nach 
Implantation in einen Empfänger-Organismus allerdings oft die Gefahr der Tumorigenität bzw. 
der Bildung von Teratomen (BLUM und BENVENISTY 2009). Zusätzlich ist die Gewinnung von 
ESC aus menschlichen Embryos in Deutschland ethisch umstritten und per 
Embryonenschutzgesetz zum Zwecke der Forschung verboten. Multipotenz beschreibt die 
Eigenschaft von Zellen sich in verschiedene Zelltypen einer Linie differenzieren zu können. 
Solche Zellen kommen im älteren Embryo, im Fetus, im Neugeborenen, aber auch im 
Erwachsenen vor. Multipotente mesenchymale Stromazellen stammen aus Geweben 
mesenchymalen Ursprungs, wobei hier die Begriffe Mesoderm und Mesenchym nicht 
verwechselt werden sollten. Mesoderm ist ein ontogenetischer Begriff und bezieht sich auf das 
mittlere Keimblatt des Embryoblasten. Mesenchym dagegen ist ein histologischer Begriff und 
bezeichnet einen Teil des embryonalen Bindegewebes, aus dem sich im Verlauf der 
Embryogenese verschiedene Bindegewebe, glatte und Herzmuskulatur, Niere, Knorpel und 
Knochen sowie das blutbildende System und Blut- und Lymphgefäße entwickeln. MSC haben 
eine fibroblastenartige, spindelförmige Morphologie und können also aus vielen 
vaskularisierten Geweben, wie z.B. Fettgewebe und Knochenmark, aber auch aus Nabelschnur- 
und Menstruationsblut gewonnen werden (HASS et al. 2011, ROSSIGNOLI et al. 2013). Die 
Bezeichnung Stromazelle wurde gewählt um zu unterstreichen, dass es sich bei der Fraktion 
der multipotenten mesenchymalen Stromazellen um ein heterogenes Zellgemisch handelt und 





2.1.1 HERKUNFT UND NISCHE 
 
MSC sind in vielen vaskularisierten Geweben als Perizyten in der Nähe von Gefäßen zu finden 
(CAPLAN und BRUDER 2001). Diese Mikroumgebung nennt man perivaskuläre Stammzell-
Nische (GHAEMI et al. 2013).  
Abbildung 1: Differenzierungspotential von Stammzellen 




In Abb. 2 wird schematisch dargestellt, wie diese mutmaßliche Nische aussehen könnte. In der 
von ihnen produzierten extrazellulären Matrix (EZM) eingebettet, liegen MSC und 
verschiedenste andere Zellen. Die Kommunikation erfolgt über Zell-Zell-Verbindungen (gap 
junctions, Cadherine etc.) und Signalmoleküle. Bei Bedarf (Entzündung, Verletzung, Zellverlust) 
geben die MSC Hilfestellung bei der Geweberegeneration, ansonsten verbleiben sie in Ruhe, 
da die Umgebung der Nische, anders als Standardzellkulturbedingungen, proliferations- und 
differenzierungshemmend wirkt (FUCHS et al. 2004).  
MSC treten auch in anderen Mikroumgebungen auf, zum Beispiel im nicht gut durchbluteten 
Knorpelgewebe, in der Pulpahöhle der Zähne oder am Haarbalg (ALSALAMEH et al. 2004, FENG 
et al. 2011, MICHLER et al. 2018). Die Zellen, die aus diesen verschiedenen Nischen gewonnen 
werden, können unterschiedliche Eigenschaften haben. Aus Knochenmark gewonnene MSC 
(BM-MSC) haben, verglichen mit aus Fettgewebe stammenden MSC (AT-MSC), eine geringere 
Proliferationsrate (BARLOW et al. 2008, YANG et al. 2012) und werden schneller seneszent als 
diese (VIDAL et al. 2012). AT-MSC haben eine vergleichsweise hohe Fähigkeit zur 
Immunmodulation (BOCHEV et al. 2008, IVANOVA-TODOROVA et al. 2009). BM-MSC 
differenzieren sich sehr gut zu Knochen und Knorpel, während aus der Pulpahöhle stammende 
MSC (DP-MSC) sich gut in die odontogene und neurale Richtung differenzieren lassen 
(KARAÖZ et al. 2011, YU et al. 2007). MSC sind also eine heterogene Zellgruppe, die ähnliche 
Eigenschaften und Ursprünge haben, sich aber schwer in einer bestimmten Systematik 
zusammenfassen lassen. 
Auch MSC, die aus dem gleichen Gewebe, aber aus unterschiedlichen Spezies gewonnen 
wurden, haben mitunter unterschiedliche Charakteristika. AT-MSC aus Schafen und Kaninchen 
proliferieren z.B. in den ersten Passagen schneller als humane AT-MSC (MARTÍNEZ-LORENZO 
et al. 2009). BM-MSC aus Schweinen zeigten eine schnellere adipogene Differenzierung mit 
anschließender Lipidsekretion verglichen mit humanen BM-MSC (NOORT et al. 2012). Obwohl 
equine MSC schon häufig in vitro charakterisiert und auch aus unterschiedlichen 
Gewebequellen stammende equine MSC schon vergleichend charakterisiert wurden (BURK et 
al. 2013b, FORTIER et al. 1998, GITTEL et al. 2013, LOVATI et al. 2011, PENNY et al. 2012, 
RANERA et al. 2011), gab es noch keine vergleichende Studie zu equinen und humanen MSC 




Nachdem gegen Ende des 20. Jahrhunderts immer mehr mögliche MSC-Quellen entdeckt 
wurden, stellte sich die Frage nach einer einheitlichen Nomenklatur und Definition dieser 
Zellen. Dazu wurde 2006 von der International Society for Cellular Therapy (ISCT) ein 
Positionspapier veröffentlicht, das folgende Eigenschaften für als humane MSC definierte 
Zellen fordert: Plastikadhärenz, die Differenzierung in drei verschiedene Richtungen und die 
Anwesenheit bzw. Abwesenheit einer bestimmten Kombination von Oberflächenmarkern 
(DOMINICI et al. 2006). Zusätzlich werden standardmäßig Proliferationscharakteristika wie 
Generationszeit oder Zellausbeute verglichen, um die Proliferationskapazitäten der MSC 





Plastikadhärenz bezeichnet die Eigenschaft von Zellen, sich unter Standardzellkultur-
bedingungen an eine industriell behandelte Plastik-Oberfläche anheften zu können. Da diese 
Eigenschaft kein Alleinstellungsmerkmal von MSC darstellt, muss sie gemeinsam mit den 
anderen Kriterien auftreten. Bei der Gewinnung von MSC ist die Eigenschaft der 
Plastikadhärenz meist das wichtigste Selektionsmerkmal. Zellen, die sich nicht anheften, sind 
keine MSC und werden mit Puffer (z.B. PBS – Phosphatgepufferte Salzlösung) abgewaschen 
(Abb. 3). 
TRIPOTENTE DIFFERENZIERUNG 
Da multipotente mesenchymale Stromazellen in vivo theoretisch in der Lage sind sich in 
verschiedenste Zelltypen mesenchymalen Ursprungs zu differenzieren, wird diese Eigenschaft 
zur Identitätsbestätigung von MSC genutzt. Das Potenzial zur in vitro Differenzierung in 
Osteoblasten (osteogene Differenzierung), Adipozyten (adipogene Differenzierung) und 
Chondroblasten (chondrogene Differenzierung) wird nach Zugabe von verschiedenen 
Differenzierungsmedien bestimmt. Dazu werden MSC für eine bestimmte Zeit mit 
Medienzusätzen wie Kaninchenserum für die adipogene oder TGFβ1 (Transforming growth 
factor β1) für die chondrogene Differenzierung kultiviert (BURK et al. 2013b). Diese sollen die 
natürlichen Bedingungen, die zu einer Ausdifferenzierung der MSC führen, nachahmen. 
Anhand von histologischen Färbungen (siehe Abb. 4) wird der Differenzierungsgrad in Scores 
Abbildung 3: Selektion der plastikadhärenten Zellfraktion durch Waschen mit PBS  




eingeteilt und dadurch auswertbar gemacht. Für die adipogene Differenzierung wird der 
Prozentsatz der differenzierten Zellen und die Größe der Lipidvakuolen bestimmt. Zur 
Auswertung der chondrogenen Differenzierung werden der Anteil an Proteoglykanen und 
Kollagen bestimmt. Für die osteogene Differenzierung kann mittels Messung der optischen 
Dichte die Mineralisierung der EZM quantitativ gemessen werden (OSTANIN et al. 2008). Es 
existieren weitere Verfahren zum Nachweis der osteogenen Differenzierung (BOURIN et al. 
2013).  
IMMUNOPHÄNOTYP 
Alle Zellen haben spezifische Proteine verschiedenster Funktionen auf ihrer Oberfläche, 
intrazellulär in ihrem Zytosol oder intranukleär in ihrem Zellkern (= Immunophänotyp). Anhand 
dieser Proteine kann man Zellen identifizieren, da verschiedene Zelltypen in verschiedenen 
Phasen unterschiedliche Proteine bzw. Kombinationen von Proteinen exprimieren. Da kein 
spezifisches Protein bekannt ist, das nur auf MSC zu finden ist, wurde für humane MSC ein Set 
von Inklusions- und Exklusionsmarkern von der ISCT vorgeschlagen, an dem sich 
weitestgehend orientiert wird (DOMINICI et al. 2006). Dieses ist größtenteils auch auf equine 
MSC übertragbar (PAEBST et al. 2014). Um als MSC klassifiziert zu werden, müssen in einer 
Probe mehr als 95 % der Zellen folgende Inklusionsmarker exprimieren und dürfen weniger als 
2 % der Zellen folgende Exklusionsmarker exprimieren (Tabelle 1). CD29 und CD44 wurden von 
(PAEBST et al. 2014) als zusätzliche Marker für das Pferd verwendet und wurden in dem 
Positionspapier von (DOMINICI et al. 2006) nicht vorgeschlagen. 
Tabelle 1: Inklusions- und Exklusionsmarker (DOMINICI et al. 2006)  
 Name Funktion 
Inklusionsmarker CD29 Integrin β1 Teil eines 
Kollagenrezeptors 






Hämatopoese; je nach 
posttranslationaler 
Modifikation 












CD105 Endoglin Teil des TGF-β Rezeptor-
komplexes 




































Diese Moleküle können z.B. mit Antikörpern, die mit Fluoreszenzfarbstoffen konjugiert sind, 
oder auf RNA-Ebene mittels RT-PCR (Reverse Transkriptase-Polymerasekettenreaktion) 
nachgewiesen werden (PHAM et al. 2018). Eine RT-PCR weist die mRNA (messenger RNA) 
qualitativ nach, indem das Enzym Reverse Transkriptase die mRNA in cDNA (complementary 
DNA) umschreibt und diese dann mittels PCR vervielfältigt und detektiert wird. Bei 
Verwendung einer Echtzeit-PCR (Real Time oder quantitative PCR) kann zusätzlich der relative 
Grad der Expression der Proteine bestimmt werden. Diese Methode ist gut geeignet um den 
Expressionsgrad von Proteinen zueinander in ein Verhältnis zu bringen und somit zu 
vergleichen. Mit Antikörpern gelabelte MSC können mittels Fluoreszenzmikroskopie qualitativ 
untersucht werden. Der Vorteil dabei ist, dass man ergründen kann, wo der Antikörper in der 
Zelle bindet. Wenn ein Antikörper, der an ein auf der Oberfläche der Zelle befindliches Antigen 
(hier Oberflächenmarker) binden sollte, im Cytosol nachweisbar ist, bindet er wahrscheinlich 
unspezifisch und ist zum Nachweis des Oberflächenmarkers nicht geeignet. Für eine solch 
genaue Bestimmung der Lokalisation wird ein hoch auflösendes Fluoreszenzmikroskop 
benötigt. Der Nachteil der fluoreszenzmikroskopischen Analyse ist die schwierige bis 
unmögliche Quantifizierung der positiv gefärbten Zellen und die geringe Menge an Zellen, die 
analysiert werden kann. Einen besseren quantitativen Nachweis bietet die Durchfluss-
zytometrie, wobei hier die Lokalisation des Antikörpers in der Zelle nicht stattfinden kann. Im 
Durchflusszytometer kann eine große Menge von Zellen einzeln gemessen werden, dabei wird 
jeder Zelle eine Fluoreszenzintensität zugewiesen. Auf einer Zelle können durch Verwendung 
verschiedener Fluoreszenzfarbstoffe mit unterschiedlichen Exzitations- und Emissionsspektren 
mehrere Oberflächenmarker gleichzeitig nachgewiesen werden.  
In dieser Arbeit wurden die Oberflächenmarker zur Identifikation der MSC auf der Grundlage 
der Studien von (DOMINICI et al. 2006) und (PAEBST et al. 2014) ausgewählt. Es gibt allerdings 
auch andere Ansichten zum Thema MSC-Identifikation via Oberflächenmarker. Zum Beispiel ist 
in den letzten Jahren aufgefallen, dass CD34 vor allem auf AT-MSC vorkommen kann, obwohl 
es eigentlich als Exklusionsmarker angegeben ist (LIN et al. 2013). Die Identifikation eines 




von Proteinen überprüft, die in dieser Konstellation bisher hauptsächlich auf MSC zu finden 
sind. 
 
2.1.3 KULTIVIERUNG VON MULTIPOTENTEN MESENCHYMALEN STROMAZELLEN 
 
Multipotente mesenchymale Stromazellen können unter Standardzellkulturbedingungen, also 
im Inkubator bei 37 °C, hoher Luftfeuchtigkeit (> 95 %) und 5 % CO2, in Plastikflaschen mit 
Zellkulturmedium hervorragend angezüchtet werden. Diese Bedingungen werden für in vitro 
Zellkultur standardmäßig in vielen Variationen verwendet. Die MSC wachsen in 
Zellkulturflaschen einschichtig (Monolayer) und sind einem höheren Sauerstoffpartialdruck 
ausgesetzt als unter natürlichen Bedingungen im Gewebe. Um einer naturnähere Kultivierung 
von MSC zu gewährleisten, gibt es verschiedene Methoden: z.B. dreidimensionale Kultur in 
Gelen, auf Gerüstsubstanzen (scaffolds) oder in Bioreaktoren oder Zellkultur unter hypoxischen 
Bedingungen (EGGER et al. 2017, EGGER et al. 2018, LÖNNE et al. 2013, NEUMANN et al. 2014). 
Dreidimensionale Kultur von MSC und hypoxische Kulturbedingungen führen zur erhöhten 
Proliferationsraten, verbesserten immunmodulatorischen und angiogenetischen Effekten und 
verbesserten Stammzell-Charakteristika von MSC (EGGER et al. 2018, LÖNNE et al. 2013).  
ISOLATION VON MSC 
Dazu müssen sie aus Geweben oder Körperflüssigkeiten isoliert werden. Dies kann auf 
unterschiedliche Art und Weise stattfinden. Die gebräuchlichste Art um MSC aus Gewebe 
herauszulösen ist die mechanische Zerkleinerung des Gewebes mit anschließender Verdauung 
durch ein Enzym meist bakteriellen Ursprungs, z.B. Collagenase (GITTEL et al. 2013). Je nach 
Gewebefestigkeit werden unterschiedliche Konzentrationen des Enzyms in einer Suspension 
mit dem zerkleinerten Gewebe bei 37 °C und konstanter Durchmischung für unterschiedliche 
Zeitspannen inkubiert (BURK et al. 2013b). Bei dieser Isolationsmethode muss man bedenken, 
dass die Enzyme nicht nur das Gewebe verdauen, sondern auch die MSC selbst beeinträchtigen 
können. Dies kann z.B. zu Einschränkungen in der Identifikation von Oberflächenmarkern 
führen (PAEBST et al. 2014). Daher wurde auch versucht, die MSC aus Gewebestückchen, die in 
Medium auf Plastikschalen gelegt werden, auswandern zu lassen (Explant-Methode). Diese 
Methode funktioniert gut und bringt Zellen mit den gleichen Eigenschaften hervor, hat 
allerdings eine geringere Zellausbeute (GITTEL et al. 2013). Da bakterielle Enzyme ein 
biologisches Produkt sind und somit natürlichen Schwankungen unterliegen können, erscheint 
die Migration als Zellgewinnungsmethode für Therapieansätze geeigneter. Bei beiden 
Methoden werden die MSC nach Plastikadhärenz selektiert. Zellen, die sich nach drei bis vier 
Tagen nicht angeheftet haben, werden mit PBS abgewaschen. In Abb. 5 sieht man eine mit 
einem inversen Mikroskop angefertigte Aufnahme von Zellen in der P0 (Passage 0) vier Tage 
nach Isolation und Aussaat. Einige Zellen haben sich bereits angeheftet und weisen die typische 
spindelförmige Morphologie der MSC auf. Die runden Zellen sind nicht angewachsen und 




bestimmt die Passagennummer. Als P0 werden frisch gewonnene Primärkulturen bezeichnet, 
die dann nach dem Ablösen aus der Zellkulturflasche und erneuter Aussaat als P1 bezeichnet 
werden.  
MSC können auch vor, während oder nach der Kultivierung durch andere bzw. zusätzliche 
Eigenschaften zur Plastikadhärenz selektiert werden. Es gibt verschiedene Verfahren zur 
Zellsortierung, z.B. magnet- oder fluoreszenzgesteuerte. Dabei werden Zellen mit Antikörpern 
konjugiert und anhand dieser aus einer Zellsuspension herausgefiltert. Dabei ist es eleganter, 
wenn man die Zellen herausfiltert, die keine MSC sind und somit keine Verwendung mehr 
haben (Depletion). Es gibt zwar Reagenzien um an Zellen gebundene Antikörper wieder zu 
lösen, allerdings können diese mitunter Zellschäden verursachen oder nicht den gewünschten 
Effekt haben. 
Aus eher flüssigen MSC-Quellen wie Knochenmark oder Nabelschnurblut werden die MSC 
meist mittels Dichtegradientenzentrifugation gewonnen. Eine Saccharose-Epichlorhydrin-
Copolymer-Lösung definierter Dichte (meist zwischen 1,0 und 1,2 g/ml) hilft bei der Trennung 
der Flüssigkeit in Bestandteile unterschiedlicher Dichte durch Zentrifugation. Das Ergebnis ist 
eine deutliche Schichtung der Phasen, wie in Abb. 6 zu sehen. 





ZELLKULTURMEDIEN UND SUPPLEMENTE 
MSC werden auf verschiedensten Untergründen wie Kollagenvliesen, Hydrogelen, 
Objektträgern aus Glas oder Zellkulturflaschen aus Plastik zu verschiedensten Zwecken 
angezüchtet. Dieser Abschnitt widmet sich der Anzucht in Zellkulturflaschen unter 
Standardkulturbedingungen (37 °C, hohe Luftfeuchtigkeit und 5 % CO2), die vor allem der 
Vermehrung der MSC dient. Zellen müssen zur Aufrechterhaltung ihrer Vitalfunktionen in 
Flüssigkeit und mit essentiellen Nährstoffen gezüchtet werden. Dazu benutzt man 
Zellkulturmedien, die anhand ihrer Inhaltsstoffe eingeteilt werden können (SCHMITZ 2011): 
Stammzellmedien unterstützen das Wachstum von Zellen aus Knochenmark, Nabelschnurblut 
oder mobilisiertem peripheren Blut. Definierte serumfreie bzw. proteinreduzierte Medien 
bestehen aus Inhaltsstoffen, die chemisch zerlegt und wieder zusammengesetzt wurden. Ihre 
Zusammensetzung ist also genau bekannt. Sie sind zwar serumfrei, aber nicht proteinfrei, 
enthalten also z.B. Albumin, Transferrin oder Lecithin. Je nach Zelltyp kann man zellspezifische 
Medien verwenden, die bestimmte Zusätze haben. Komplettmedien, die vor allem in der 
Genetik und für Pränataldiagnostik verwendet werden, brauchen wiederrum keine Zusätze. 
Basal- und Minimalmedien enthalten nur wenige Inhaltsstoffe und müssen daher meist 
supplementiert werden. Aminosäuren wie Leucin, Isoleucin oder Methionin, verschiedene 
Vitamine, Glucose oder Pyruvat und Salze bzw. Puffer sind die Grundbestandteile von diesen 
Medien. Minimalmedien wie DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium) oder RPMI 1640 
Medium (Roswell Park Memorial Institute 1640) werden in der Kultur von MSC häufig 
verwendet, wobei letzteres eher für Zellen aus Knochenmark oder Blut verwendet wird, da es 
besonders mit Aminosäuren und Vitaminen angereichert ist. Um die Ansprüche von MSC zu 
erfüllen, müssen diese Medien mit zusätzlichen Supplementen versetzt werden (SCHMITZ 
2011). Das wichtigste dabei ist Blutserum, das einen Gesamtproteingehalt von 50 bis 70 mg/ml 




aufweist. FBS ist in der Zellkultur mit Anteilen von 3 bis 25 % am Medium nach wie vor 
unverzichtbar, da es für den Stoffwechsel der Zelle wichtige Bestandteile wie 
Wachstumsfaktoren, Hormone, Adhäsionsmoleküle, Cytokine, Aminosäuren und Vitamine 
enthält. Da FBS ein natürliches Produkt ist, unterliegt es Schwankungen in der 
Zusammensetzung, z.B. abhängig vom Infektionsstatus des Muttertieres. Dadurch können 
Kontaminationen mit Mykoplasmen, Bakterien, Viren oder Endotoxinen auftreten. Diese 
werden vom Hersteller weitestgehend durch Filtrations- und Bestrahlungsprozesse verhindert, 
können aber nie ganz ausgeschlossen werden. Dazu kommt, dass die Gewinnung von FBS als 
ethisch bedenklich eingestuft wird. Es wird zwischen dem 3. und 7. Trächtigkeitsmonat eines 
Rindes bei dessen Schlachtung aus dem Fetus gewonnen. Um den PDGF (Platelet derived 
growth factor) zu gewinnen, lässt man das fetale Blut nach der Entnahme gerinnen und 
zentrifugiert es erst dann. Blutserum ist auch von vielen anderen Tierarten für die Zellkultur 
kommerziell erhältlich und wäre auch von älteren Tieren verfügbar. Allerdings sind dann 
weniger Wachstumsfaktoren und andere wichtige Bestandteile enthalten. Der Ersatz von 
Blutserum als Zellkultursupplement ist ein aufstrebender Trend (CHASE et al. 2010, KARNIELI 
et al. 2017, LINDROOS et al. 2009), da es von Vorteil ist, xenogenfrei zu arbeiten, wenn die 
kultivierten Zellen als Therapeutikum in einen Organismus implantiert werden sollen. Da sich 
die genaue Zusammensetzung von Blutserum nach wie vor nicht vollständig erschließt, ist die 
Imitation dieses natürlichen Cocktails eine große Herausforderung. Eine weitere Alternative ist 
die Nutzung von Thrombozytenkonzentrat der betreffenden Spezies, also für Pferde equines 
und für Menschen humanes Thrombozytenkonzentrat. Humane MSC zeigten keine Änderung 
des Immunophänotyps verglichen mit der Kultur mit FBS, allerdings eine erhöhte 
Proliferationsrate (BLANDE et al. 2009, MÜLLER et al. 2006). Hier zeigen sich trotz alledem 
ähnliche Probleme wie beim Blutserum: die Variabilität der Zusammensetzung, die 
Kontaminationsmöglichkeit mit Pathogenen und die Schwierigkeit der Beschaffung. Zusätzlich 
zu Wachstumsfaktoren und anderen Proteinen benötigen Zellen auch weitere Supplemente 
um ein ausreichendes Wachstum zu gewährleisten. Einige davon, wie Aminosäuren, Puffer und 
Salze sind in den Minimalmedien meist schon enthalten. Die Konzentration von Aminosäuren 
in Zellkulturmedien liegt zwischen 4 und 36,5 mg/l (SCHMITZ 2011). Ein Gemisch aus 
essentiellen Aminosäuren wie Methionin und Isoleucin, semiessentiellen Aminosäuren wie 
Arginin und Tyrosin und nicht essentiellen Aminosäuren wie Alanin, Glycin oder Glutamin wird 
hierfür verwendet. Dabei nimmt Glutamin eine besondere Rolle ein, da es zwar nicht essentiell 
ist, aber aufgrund eines hohen Stickstoffgehaltes eine gute Quelle für eben jenen darstellt. 
Puffer wie Natriumhydrogencarbonat sind in Zellkulturmedien obligate Bestandteile, da sie die 
durch die Zellen abgegebenen sauren Metabolite abpuffern. Salze wirken teilweise auch als 
Puffer, sind aber vor allem zur Aufrechterhaltung des osmotischen Druckes (Osmolarität 
zwischen 260 und 320 mmol/l) und des Membranpotentials unerlässlich. Fakultative, aber weit 
verbreitete weitere Mediumzusätze sind Antibiotika und Antimykotika. Die Zellkultur, die ihre 
Anfänge bereits Ende des 19. bzw. Anfang des 20. Jahrhunderts hatte, konnte durch die 
Entdeckung des Penicillins im Jahr 1928 durch Sir Alexander Fleming um ein Vielfaches 
verbessert werden. Vorher waren die Kontaminationen durch Bakterien kaum beherrschbar, da 
das Zellkulturmedium auch für sie eine gute Nährlösung darstellt. Seitdem werden vor allem 
Antibiotika regelmäßig in der Zell- und vor allem in der Primärkultur angewendet, was trotz 




Prinzipien von Hygiene und Sterilität die Anwendung von Antibiotika überflüssig machen, denn 
ein kontinuierlicher Einsatz kann zu Resistenzen führen (SCHMITZ 2011). Deshalb ist es bei 
Benutzung wichtig auf die Dosierung der Antibiotika zu achten und mindestens die minimale 
Hemmkonzentration einzusetzen. Während hohe Dosierungen wiederum zytotoxisch wirken, 
haben sogar normale Dosierungen mitunter proliferationshemmenden Einfluss auf Zellen in 
Kultur (NYGAARD et al. 2015). Zudem kommt es vor, dass Infektionen mit Mykoplasmen oder 
anderen Keimen durch Antibiotika maskiert, aber nicht eliminiert werden (NIMS und PRICE 
2017). In der Zellkultur zum Zweck der Erzeugung regenerativer Therapieprodukte sollten 
Antibiotika möglichst sparsam, am besten gar nicht, verwendet werden (PAMIES et al. 2017). 
Üblicherweise angewandte Antibiotika sind Penicillin in Kombination mit Streptomycin sowie 
Gentamicin, Tetracyclin oder Kanamycin die auch gegen Mykoplasmen wirksam sind. Typische 
Antimykotika sind Amphotericin B, Clotrimazol oder Nystatin. Der Einsatz von Antibiotika und 
Antimykotika in der Zellkultur sollte umsichtig und nur dann erfolgen, wenn er unumgänglich 
ist.  
 
2.2 TIERMODELL PFERD 
 
Tiermodelle sind nach wie vor unersetzbar in bestimmten Teilgebieten der human-
medizinischen Forschung. Gerade für degenerative Erkrankungen, die in der Orthopädie häufig 
vorkommen, findet der regenerative Therapieansatz mit MSC immer mehr Anklang (UDER et 
al. 2018). Positive Effekte der MSC Applikation wurden bereits in einigen Tiermodellen zu 
Tendinopathien und Osteoarthritiden nachgewiesen (BARRY und MURPHY 2013, CHEN et al. 
2013, CHONG et al. 2009, QI et al. 2012). Bei der Auswahl der passenden Modelle sollte größtes 
Augenmerk auf die Übertragbarkeit der Ergebnisse auf den Menschen gelegt werden um die 
Sinnhaftigkeit der Tierversuche zu gewährleisten. Für orthopädische Erkrankungen eignen sich 
Großtiermodelle sehr gut, da die Dimensionen der anatomischen Strukturen und wirkenden 
Kräfte denen des Menschen am nächsten kommen. Zusätzlich ist es vorteilhaft, wenn in den 
Modellspezies bestehende Krankheitsbilder denen des Menschen ähnlich sind und nicht 
artifiziell geschaffen werden müssen wie bei Schafen oder Schweinen. Da bei Pferden und 
Hunden natürlicherweise Sehnen- und Gelenkerkrankungen mit Parallelen zur Pathogenese 
beim Menschen auftreten, erscheinen diese Spezies als gut geeignete Modelltiere (LUI et al. 
2011, MCCOY et al. 2013, PATTERSON-KANE et al. 2012). 
 
2.2.1 PFERDEMODELL SEHNENHEILUNG 
 
Die aus straffem Bindegewebe bestehenden Verbindungsstücke zwischen Muskeln und 
Knochen werden Sehnen genannt. Sie müssen periodisch wiederkehrend und über lange 
Zeiträume starken Zugbelastungen standhalten. Daher sind sie, wie in Abb. 7 dargestellt, 





Abbildung 7: Hierarchischer Aufbau der Sehne (KANNUS 2000)  
Aus Tropokollagenmolekülen bestehende Kollagenfasern verbinden sich zu Subfibrillen, 
sogenannten Primärbündeln. Diese schließen sich zu Sekundär- und Tertiärbündeln zusammen 
und sind vom Endotendon umgeben. Dies ist eine Hülle aus lockerem Bindegewebe, in der 
Blut- und Lymphgefäße sowie Nerven verlaufen und die mit dem Epitendon verbunden ist. 
Dieses umschließt die gesamte Sehne und bildet gemeinsam mit der dünnen Schicht des 
Paratendon das Peritendon. Besonders lange Sehnen, auf denen viel Spannung liegt, wie die 
oberflächliche Beugesehne des Pferdes sind in bestimmten Abschnitten von einer 
Sehnenscheide umgeben. Diese sorgt für eine reduzierte Reibung durch gute Gleitfähigkeit 
und schützt die Sehnen (HOFFMANN und GROSS 2007). Sehnen bestehen zu einem Großteil 
aus EZM (95 %), wobei Kollagen Typ I (65 bis 80 % der Trockenmasse) und Elastin (1 bis 2 % 
der Trockenmasse) sowie Proteoglykane, Glukosaminoglykane und Glykoproteine wie 
Fibronektin vorkommen (AL-SADI 2013, HOFFMANN und GROSS 2007, KANNUS 2000). Diese 
Bestandteile werden von immaturen Tenoblasten und den reiferen Tenozyten produziert. Diese 
bilden einen Großteil der tendinären Zellpopulation, die insgesamt 5 % der Trockenmasse der 
Sehne ausmacht (AL-SADI 2013). Der parallele und gleichzeitig hierarchische Aufbau von 
Sehnen aus Kollagen Typ I begründet ihre enorme Zugfestigkeit in Faserrichtung. In Sehnen 
sind außerdem Mechanorezeptoren lokalisiert, die eine große Rolle bei der Propriozeption, also 
Eigenwahrnehmung, einnehmen. Diese verhindert zu extreme Bewegungen und kontrolliert 
die Muskelaktivität. Sehnen haben eine moderate Stoffwechselrate, da sie relativ wenig Energie 
benötigen. Durch ihre vergleichsweise geringe Durchblutung und ihre gut entwickelte 
Fähigkeit zur anaeroben Energiegewinnung (Glykolyse und Pentose-Phosphat-Weg) können 
sie außerdem über längere Zeiträume Last aufnehmen und Spannung halten. Dies senkt die 
Inzidenz von Ischämien und Nekrosen, führt aber auch zu einer verzögerten Heilung 
(HOFFMANN und GROSS 2007). 
In Säugetieren gibt es flache, dünne Sehnen, die meist an flachen Muskeln ansetzen und 




Achillessehne oder die equine oberflächliche Beugesehne sind in der Lage, sehr große Lasten 
zu tragen. 
HUMANE ACHILLESSEHNE 
Die humane Achillessehne (Tendo calcanei) verbindet den dreiköpfigen Wadenmuskel mit dem 
Fersenbein (Calcaneus) und ist die dickste und stärkste Sehne im menschlichen Körper (Abb. 
8). Sie ist zum Schutz am Fersenbein mit einem Schleimbeutel unterlagert. Sie ermöglicht die 
Plantarflexion des Fußes, wird aber auch während des Stehens belastet (PATTERSON-KANE und 
RICH 2014). Beim Vierfüßer entspringt die Achillessehne aus zusätzlichen Muskeln und wird 
daher als gemeinsamer Fersensehnenstrang bezeichnet. Der Vergleich dieser beiden 
anatomischen Strukturen zwischen den Spezies ist daher schwierig. 
EQUINE OBERFLÄCHLICHE BEUGESEHNE 
Die equine oberflächliche Beugesehne verbindet den oberflächlichen Zehenbeugermuskel mit 
dem plantaren Kronbein des Pferdes und ist daher an der Zehenbeugung beteiligt. Sie hat 
einen halbmondförmigen Querschnitt und umschließt die tiefe Beugesehne des Pferdes. 
Gemeinsam mit der tiefen Beugesehne und deren Unterstützungsästen sowie dem Fesselträger 
(M. interosseus) gehört sie zum passiven Halteapparat der Gliedmaße des Pferdes. In Abb. 8 ist 
die distale Gliedmaße des Pferdes dargestellt. Man erkennt die enge topographische 
Beziehung der einzelnen Bestandteile des Halteapparates und die eher flache Form der OBS. 
Die equine OBS ist, auf die stammesgeschichtliche Herkunft bezogen, das homologe Organ zu 
den humanen Beugesehnen der Mittelhand. Das Pferd besitzt, anstatt wie der Mensch fünf, nur 
einen funktionellen und zwei rudimentäre Metakarpalknochen. Durch die Quadrupedie des 
Pferdes und die Existenz nur einer Beugesehne ist diese viel stärker ausgeprägt als das humane 
Abbildung 8: Humane Achillessehne (Tendo calcanei) und equine oberflächliche Beugesehne (hier SDFT) modifiziert 




Äquivalent und hat zusätzlich wichtige Haltefunktionen. Daher ist auch hier der direkte 
Vergleich beider Sehnen sowohl anatomisch als auch biomechanisch schwierig. 
 
DIE EQUINE OBS ALS MODELL FÜR DIE HUMANE ACHILLESSEHNE 
Die humane und equine oberflächliche Beugesehne sowie die humane und equine 
Achillessehne sind jeweils bezüglich ihrer Anatomie und Biomechanik nicht gut vergleichbar. 
Dies gilt auch für die Achillessehnen anderer Spezies verglichen mit der humanen Achillessehne 
(PATTERSON-KANE und RICH 2014). Es ist also fraglich, ob man für die mögliche Entwicklung 
von regenerativen Therapeutika für Sehnenerkrankungen Achillessehnenmodelle verwenden 
sollte. Die OBS des Pferdes hingegen ist, obwohl anatomisch nicht dieselbe Struktur, ähnlichen 
biomechanischen Belastungen ausgesetzt wie die Achillessehne des Menschen (PATTERSON-
KANE et al. 2012). Sie können beide durch ihre Haltefunktion potentielle Energie besitzen und 
sind essentiell für die schnelle Fortbewegung als Zwei- und als Vierfüßer (PATTERSON-KANE 
und RICH 2014). Durch den elastischen Rückstoß beim Abstoßen der Gliedmaße vom Boden 
werden beim Pferd geschätzte 36 % und beim Menschen 50 % mechanische Arbeit gespart 
(BIEWENER 1998, FARRIS et al. 2011). Dies verringert die nötige muskuläre Anstrengung, führt 
aber auch zu einer Temperaturerhöhung im Kern der Sehne auf ca. 43 °C (FARRIS et al. 2011). 
Ähnliche Abläufe finden auch in den Sehnen der Hintergliedmaßen von Kängurus und Straußen 
statt, allerdings sind diese Tiermodelle schwer zugänglich (PATTERSON-KANE und RICH 2014). 
Kleintiermodelle wie Nager oder Kaninchen wären finanziell und personell zwar einfacher zu 
handhaben, haben aber aufgrund für die Flucht nötiger schneller Geschwindigkeitsänderungen 
eine anders betonte Biomechanik der Sehnen ihrer Hintergliedmaßen (BIEWENER und 
BLICKHAN 1988, LUI et al. 2011). Durch ihr geringes Gewicht und ihre blitzartigen Bewegungen 
sind die Sehnen von Nagern und Kaninchen anderen Belastungen ausgesetzt als die Sehnen 
größerer Säugetiere. Zudem kommen bei den meisten Tieren, auch orthopädischen 
Großtiermodellen wie dem Schaf oder Schwein, natürlicherweise kaum Sehnenschäden vor. Die 
Prävalenz für einen Schaden der OBS beim Sportpferd liegt, je nach Nutzungsrichtung, bei 11 
bis 30 % (KASASHIMA et al. 2004, REARDON et al. 2012). Die Prävalenz für 
Achillessehnenschäden beim Menschen liegt bei 2,35 aus 1.000 Personen, beim Sportler sogar 
bei ca. 7,5 %, abhängig von der Sportart (ALBERS et al. 2016, CASSEL et al. 2015). 5 bis 44 % 
der Achillessehnentendinopathien führen in der Folge zu partiellen oder vollständigen 
Rupturen dieser Sehne (YASUI et al. 2017). Aufgrund der Kongruenz der beiden Sehnen 
bezüglich des Vorkommens natürlicher Sehnenschäden und einer vergleichbaren Biomechanik 
stellt das Pferd ein ideales Modell für die Erforschung regenerativer Therapien humaner 
Achillestendinopathien dar. Zusätzlich stellen Studien an Pferden auch für die eigene Spezies 
einen Zugewinn an Wissen dar. 
 
SEHNENERKRANKUNGEN UND SEHNENHEILUNG 
Bei Sehnenerkrankungen (Tendinopathien) der equinen OBS und der humanen Achillessehne 
handelt es sich meist in der ein oder anderen Form um Läsionen der Sehnen. Diese können 
akut oder chronisch und symptomatisch oder asymptomatisch ablaufen und unterscheiden 




asymptomatische Degeneration der Zellen und der extrazellulären Matrix. Es gibt meist keine 
klinischen oder histologischen Entzündungsanzeichen (MAGNAN et al. 2014, SMITH und 
MCILWRAITH 2012). Aus einer Tendinose können durch die Schwächung des Gewebes 
Sehnenläsionen und partielle oder vollständige Sehnenrupturen entstehen. Der Begriff 
Tendinitis wird zur Beschreibung einer Überlastungsverletzung der Sehne benutzt, bei der 
Entzündungszeichen auftreten. Dies ist allerdings schwer abzugrenzen von Sehnenläsionen 
und Tendinose. Daher wird empfohlen die unspezifischere Bezeichnung Tendinopathie sowohl 
in der Veterinär- als auch in der Humanmedizin zu benutzen (LI und HUA 2016, SMITH und 
MCILWRAITH 2012, VAN DIJK et al. 2011). Achillessehnentendinopathien werden außerdem 
anhand ihrer Lokalisierung und der klinischen Symptome eingeteilt (VAN DIJK et al. 2011). Trotz 
der hohen Spezialisierung und Belastbarkeit der equinen OBS und der humanen Achillessehne 
kommt es aufgrund von degenerativen, nicht diagnostizierten Vorerkrankungen, hohen 
Belastungen und Fehlern beim Training häufig zu Tendinopathien in Form von Läsionen oder 
Rupturen (DOWLING et al. 2000, LI und HUA 2016, THORPE et al. 2010).  
Die Sehnenheilung nach einer akuten Verletzung kann in drei sich überlappende Phasen 
eingeteilt werden (BOSCH et al. 2011, SHARMA und MAFFULLI 2006): die akute 
Entzündungsphase dauert Stunden bis Tage, die Proliferationsphase, in der Kollagen Typ III 
synthetisiert wird, dauert mehrere Wochen und die Remodellierungsphase, in der die Kollagen 
Typ I Synthese initiiert wird und das fibröse Gewebe sich langsam in Narbengewebe 
umwandelt, dauert mehrere Monate. Da Sehnengewebe durch die niedrige Stoffwechselrate, 
geringe Durchblutung und reduzierte Zellaktivität eine geringe Regenerationsfähigkeit 
aufweist, erfolgt meist keine Restitutio ad integrum (CARVALHO et al. 2011, RICHARDSON et 
al. 2007). Das Narbengewebe, welches die Läsion ersetzt, hat eine verringerte Elastizität 
verglichen mit gesundem Sehnengewebe (RICHARDSON et al. 2007). Dies führt zu hohen 
Rezidivraten bis zu 80 % (DOWLING et al. 2000, PATTERSON-KANE und FIRTH 2009). Die 
erneuten Sehnenläsionen treten außerdem meist am Übergang von Narbengewebe zu 
gesundem Gewebe auf (CREVIER-DENOIX et al. 1997).  
 
KONSERVATIVE UND CHIRURGISCHE THERAPIE VON TENDINOPATHIEN 
Die Therapie von Sehnenerkrankungen hat bei Mensch und Pferd einen wichtigen Kernpunkt: 
eine Ruhephase mit anschließendem kontrollierten Bewegungsprogramm. Zusätzlich können, 
je nach Art der Tendinopathie, verschiedene therapeutische Maßnahmen ergriffen werden um 
die natürliche Heilung zu unterstützen und im besten Fall zu verbessern. Auch die regelmäßige 
Kontrolle des Heilungserfolges spielt eine große Rolle um die Therapie möglicherweise 
dynamisch anzupassen. Die Therapie von Tendinopathien hat folgende Ziele: die Bekämpfung 
der Entzündung, die Stimulation der Heilung, die Prophylaxe weiteren Schadens und die 
Vermeidung von Rezidiven (NIXON et al. 2008). Die konservative, also nicht chirurgische 
Behandlung von Tendinopathien der equinen OBS und der humanen Achillessehne kann auf 
verschiedene Arten und Weisen erfolgen. Eine systemische Behandlung mit nichtsteroidalen 
Antiphlogistika oder eine lokale invasive Behandlung mit Glucocorticoiden, Hyaluronsäure 
oder Glukosaminoglykanen ist sowohl in der Human- als auch in der Veterinärmedizin 
beschrieben und führt zumindest zu einer Linderung der Symptomatik (DYSON 2004, ROCHE 




medikamentösen Therapien können mechanische Therapieformen angewendet werden. Laser- 
und Schockwellentherapien sind bei Pferd und Mensch mehr oder weniger erfolgreich 
angewendet worden (PLUIM et al. 2018, ROCHE und CALDER 2013, TUMILTY et al. 2012). Diese 
sind meist noch nicht ausgereift und in der Klinik schwer zu handhaben, da es sehr viele 
Einstellungsmöglichkeiten bezüglich physikalischer Parameter wie Wellenlänge oder 
Impulsfrequenz gibt und viele unterschiedliche Geräte auf dem Markt sind. Eine chirurgische 
Behandlung der humanen Achillessehne beinhaltet folgende Kernpunkte: Debridement der 
eigentlichen Verletzung der Sehne, Entlastung der Schleimbeutel, Entfernung möglicher 
Verknöcherungen und Verbindung der getrennten Anteile (ROCHE und CALDER 2013). Dies 
erfolgt heutzutage eher endoskopisch als mittels vollständiger Eröffnung. Die equine OBS kann 
chirurgisch mit einem Sehnensplitting versorgt werden, dies führt allerdings zu keinem 
signifikant besseren Ergebnis als konservative Therapien (GIBSON et al. 1997). Konservative 
und chirurgische Therapien von Tendinopathien führen zwar teilweise zu einer verbesserten 
Heilung verglichen mit der natürlichen Heilung, aber es kommt trotzdem zur Bildung von 
Narbengewebe und nur zu einer geringfügigen Verbesserung der Rezidivraten.  
 
2.2.2 PFERDEMODELL GELENKKNORPELHEILUNG 
 
Knorpel ist ein gefäßloses Stützgewebe, dass aus wenigen Zellen (Chondrozyten) sowie EZM 
besteht. Je nach Zusammensetzung und Faseranteil der EZM kann Knorpel in drei verschiedene 
Arten unterteilt werden: Faserknorpel, elastischer Knorpel und hyaliner Knorpel. Hyaliner 
Knorpel besitzt eine hohe Druckelastizität und kommt daher in den meisten Gelenken vor. 




Er gewährleistet eine reibungslose Gleitung bei ständiger Belastung und besteht aus drei 
Schichten mit unterschiedlichen Zell- und EZM-Anteilen (Abb. 9). Die Chondrozyten liegen in 
sogenannten Chondronen beieinander und sind umgeben von maskierten Kollagenfasern, 
hauptsächlich Typ II. Ernährt wird das Knorpelgewebe durch die Synovia (Gelenksflüssigkeit), 
die es durch Druckbe- und -entlastung aufnehmen kann. Im hyalinen Knorpel kann es 
frühzeitig Kalkeinlagerungen geben. Diese begünstigen zusammen mit der nicht vorhandenen 
Durchblutung und der hohen mechanischen Belastung die Knorpeldegeneration und 
verhindern die Regeneration nach Traumata. 
Osteoarthritis ist eine multifaktorielle Erkrankung, die zu degenerativen Veränderungen in 
Gelenken führt und in der Bevölkerung, vor allem der älteren Generation, weit verbreitet ist. 
Weltweit sind ca. 250 Millionen Menschen betroffen (TOH et al. 2017). Als Therapiemethoden 
kommen die medikamentöse und die chirurgische Therapie zusammen mit Ruhigstellung und 
kontrollierter Bewegung infrage. Wenn Schmerzmittel und Entzündungshemmer nicht mehr 
helfen, werden entweder Knorpelanteile von wenig belasteten Gelenksteilen in die 
Knorpeldefekte transplantiert (autolog) oder das gesamte Gelenk ersetzt (BERNHARD und 
VUNJAK-NOVAKOVIC 2016). Diese Methoden funktionieren weitgehend gut, haben allerdings 
auch Nachteile. Durch die Transplantation wird an einer anderen, zwar weniger prekären, aber 
trotzdessen gelenksbeteiligten und damit unter Belastung stehenden Stelle ein Defekt gesetzt. 
Der vollständige Gelenksersatz beseitigt die Beschwerden, funktioniert aber nie so gut wie das 
komplizierte biologische System eines Gelenks und zeigt Verschleißerscheinungen.  
Auch in der Veterinärmedizin, vor allem bei den Tierarten Pferd und Hund, spielt Osteoarthritis 
als degenerative Gelenkserkrankung eine große Rolle. Z.B. führen Hüftgelenksdysplasie beim 
caninen Patienten oder Arthrose der Gelenke beim equinen Patienten häufig zu stark 
eingeschränkter Lebensqualität bis hin zur Euthanasie. Aufgrund dieser natürlichen Prävalenz 
von Gelenkerkrankungen, der ähnlichen Pathogenese und Heilung sowie der Größe der Tiere 
und damit auch der ähnlichen Dicke des Knorpels sind diese Tierarten gut als Modelltiere für 
Gelenkknorpelheilung geeignet (CHU et al. 2010).  
 
2.2.3 KLINISCHE TRANSLATION REGENERATIVER THERAPIEN 
 
Die regenerative Medizin ist ein recht junges Feld der Biomedizin, das die Heilung von 
Krankheiten durch die Wiederherstellung funktionsgestörter Zellen und Gewebe zum Ziel hat. 
Dies kann durch biologischen Ersatz des erkrankten Gewebes oder die Anregung 
körpereigener Regenerationsprozesse zustande kommen. In der Veterinärmedizin ist die 
Behandlung orthopädischer, degenerativer Erkrankungen wie Sehnenläsionen durch 
regenerative Therapeutika wie selektive Blutaufbereitungen oder die Applikation von MSC 
bereits in der Klinik etabliert und Gegenstand intensiver wissenschaftlicher Forschung (HO et 
al. 2014). Verschiedene Blutprodukte wie autologes konditioniertes Plasma, plättchenreiches 
Plasma oder Knochenmarkkonzentrat zeigten gute Erfolge und reduzierte Rezidivraten in der 
klinischen Anwendung bei Pferden (GEBUREK et al. 2016, GEBUREK et al. 2015). Dies könnte 
durch die hohen Anteile an Wachstumsfaktoren, Gerinnungsfaktoren und Cytokinen in diesen 




führt zu einer besseren Heilung und scheint die Rezidivraten deutlich zu reduzieren (BURK und 
BREHM 2011, GODWIN et al. 2012, ROMERO et al. 2017, RUSSELL et al. 2016a, SMITH et al. 
2013).  
An regenerativen Therapieansätzen für degenerative Gelenkerkrankungen gibt es in der 
Humanmedizin schon länger wissenschaftliches Interesse (MOLLON et al. 2013). Die 
intraartikuläre Applikation von MSC bei Arthrose bzw. die Implantation von Gerüsten aus 
Polymeren oder Biomaterial, die mit MSC besiedelt sind, in definierte Korpeldefekte erscheint 
sinnvoll (BARRY und MURPHY 2013, BERNHARD und VUNJAK-NOVAKOVIC 2016). Um diese 
möglichen Therapieansätze in der Humanmedizin zu etablieren, werden valide präklinische 
Modelle benötigt. Da bei Pferden und Hunden Gelenkerkrankungen einen großen Teil der 
orthopädischen Probleme ausmachen, gibt es bereits Studien zur Wirksamkeit von MSC als 
biomedizinisches Therapeutikum (BREHM et al. 2012). Pferde sind zwar in der 
Versuchstierhaltung aufwändiger und teurer als Hunde, allerdings sind die biomechanischen 
Eigenschaften, die zelluläre Struktur sowie die Dicke ihres Knie-Knorpels denen des Menschen 
am ähnlichsten (MCCOY 2015). Bei beiden Spezies besteht außerdem aufgrund der hohen 
Prävalenz von Osteoarthritiden die Möglichkeit Patientenstudien durchzuführen, die sowohl 
dem Tier als auch dem Menschen zugute kommen. 
Die Erfahrungen mit regenerativen Therapien im Bereich des equinen Athleten könnten dazu 
genutzt werden auch in der Humanmedizin regenerativmedizinische Therapien degenerativer 
orthopädischer Erkrankungen zu entwickeln, da diese bisher wenig entwickelt sind (HO et al. 
2014, YANG et al. 2013). 
Für die Tierart Pferd wurden bereits viele Studien zur MSC Therapie orthopädischer 
Erkrankungen durchgeführt (BURK et al. 2013a). Besonders die verringerten Rezidivraten und 
die bessere strukturelle Reorganisation des Gewebes nach Tendinopathien bei Pferden wurde 
durch zahlreiche Studien belegt (BURK und BREHM 2011, CROVACE et al. 2010, GODWIN et al. 
2012, PACINI et al. 2007, SCHNABEL et al. 2009, SMITH et al. 2013). Um diese Erkenntnisse für 
die Translation von MSC-Therapien auf den Menschen nutzen zu können, müssen die zellulären 
Grundlagen geschaffen werden. Auch die US Food and Drug Administration (FDA) sowie die 
European Medicines Agency (EMA) stellen das Pferd als relevantes präklinisches Tiermodell für 
die orthopädische Forschung heraus und fordern gleichzeitig einen Vergleich der Zellprodukte 





2.3 ZIELSTELLUNG UND HYPOTHESEN DIESER ARBEIT 
2.3.1 ZIELSTELLUNG 
 
1. Das Ziel der ersten in vitro Studie war es, humane und equine aus Fett- und 
Sehnengewebe stammende MSC phänotypisch und funktional zu vergleichen, um die 
Übertragbarkeit der im Pferdemodell bereits existierenden Erkenntnisse bezüglich der 
regenerativen Therapie von orthopädischen Erkrankungen auf den Menschen zu 
verbessern. 
 
2. Das Ziel der zweiten in vitro Studie war es, equine aus Fettgewebe stammende MSC, 
die serumfrei kultiviert wurden, mit eben solchen, die in FBS-supplementiertem 
Medium kultiviert wurden, zu vergleichen und im Hinblick auf eine sicherere 




1a. Equine und humane aus Fettgewebe stammende MSC haben ähnliche phänotypische 
und funktionelle Eigenschaften. 
1b. Equine und humane aus Sehnengewebe stammende MSC haben ähnliche 
phänotypische und funktionelle Eigenschaften. 
 
2a. MSC können durch enzymfreie Isolation aus equinem Fettgewebe gewonnen und dann 
serumfrei kultiviert werden. 
2b. Equine aus Fettgewebe gewonnene MSC haben ähnliche Eigenschaften trotz 
unterschiedlicher Isolationsmethoden. 
2c. Humane und equine aus Fettgewebe gewonnene MSC haben ähnliche phänotypische 
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Das Hauptziel dieser Dissertation und der durchgeführten Studien war der Vergleich humaner 
und equiner MSC hinsichtlich Phänotyp und Funktionalität unter Standardkulturbedingungen 
und serumfreien Kulturbedingungen. Dies geschah im Hinblick auf eine bessere 
Übertragbarkeit des Pferdemodells auf den Menschen sowie eine sicherere Verwendung der 
MSC als Therapeutikum für Mensch und Pferd. Einige der in dieser Arbeit gestellten 
Hypothesen konnten bestätigt werden, andere wurden widerlegt. Im folgenden Abschnitt 
werden das Studiendesign, die Methodik und die Ergebnisse dieser Arbeit kritisch hinterfragt 
und ausgewertet. 
 
4.1 ERÖRTERUNG DER METHODIK UND DES STUDIENDESIGNS 
 
Da die angewandten Methoden in den vorliegenden in vitro Studien in Teilen kongruent sind, 
werden diese hier gemeinsam diskutiert. Die Unterschiede werden entsprechend 
gekennzeichnet. 
In Publikation 1 wurden MSC aus humanem Fett- und Sehnengewebe gewonnen und 
charakterisiert. Dabei wurden die für equine MSC in der eigenen Arbeitsgruppe etablierten 
Protokolle größtenteils genutzt (BURK et al. 2013b, PAEBST et al. 2014). Dadurch ergab sich, 
dass die humanen MSC mit einem Anteil von 20 % FBS am Zellkulturmedium kultiviert werden 
mussten, obwohl ein Anteil von ca. 10 % für equine und humane Zellen dieser Herkunft 
ausreicht (BURK et al. 2016, SHIN et al. 2017). Um die Vergleichbarkeit der Daten zu 
gewährleisten, wurden die Zellkulturmethoden zu großen Teilen übernommen. Bestimmte 
Unterschiede gab es dennoch, z.B. erfolgte die Gewinnung der equinen Proben, sowohl für 
Publikation 1 als auch für Publikation 2, an aus verschiedenen Gründen euthanasierten Pferden. 
Allerdings wurde hier darauf geachtet, als Entnahmestelle für das Fettgewebe die Kruppe 
lateral des Schweifansatzes zu wählen, welche auch der Entnahmestelle am lebenden Tier für 
autologe Zelltransplantationen entspricht. Die humanen Proben wurden als „Abfallprodukte“ 
aus Kreuzbandplastiken (Sehne) und Liposuktionen (Fettgewebe) gewonnen. Dadurch ergeben 
sich geringgradig unterschiedliche Voraussetzungen für die Proben. Das aus der Liposuktion 
gewonnene Fettgewebe war nicht solide, sondern breiig und mit einer Tumeszenz-Flüssigkeit 
(NaCl-Lösung, Lokalanästhetikum, blutstillende Medikamente etc.) versetzt, die der Schmerz- 
und Blutstillung beim humanen Patienten dient. Daher wurde in Publikation 2 die Explant-
Methode für die aus dem durch Liposuktion gewonnenen Fettgewebe abgewandelt von der 
für equines Gewebe verwendeten Methode. Das breiige Gewebe wurde mittels Silikonplatten 
auf die Zellkulturschalte gedrückt, damit es nicht im Medium schwimmen konnte und die Zellen 
sich an die Plastikoberfläche anheften konnten. Während die humanen Fettgewebsproben 
ausreichend Material boten, ergaben die humanen Sehnen für Publikation 1 meist nur wenige 
Gramm Gewebe und hatten daher eine geringere absolute Zellausbeute. Dies bringt das 




von solidem Fettgewebe beim Menschen ein vergleichsweise kleiner Eingriff mit lokaler 
Schmerzausschaltung ist, wird die Entnahme von Sehnengewebe meist unter 
Allgemeinanästhesie und nur bei Indikation (z.B. Kreuzbandriss) durchgeführt. Es wurde sich 
trotzdem dafür entschieden, diese Zellquelle zu untersuchen, da das finale Therapieziel, also 
die humane Achillessehne, aus dem gleichen Gewebe besteht. MSC aus verschiedenen Quellen 
haben durchaus unterschiedliche Eigenschaften bezüglich der Proliferations- und 
Differenzierungskapazität (BURK et al. 2013b, HOOGDUIJN et al. 2014). Die equinen Proben für 
Publikation 1 konnten als Probenpaare gewonnen werden, da den euthanasierten Pferden Fett- 
und Sehnengewebe entnommen werden konnte. Dies war bei den humanen Proben für 
Publikation 1 nicht möglich, da es sich um verschiedene Eingriffe handelt (therapeutisch versus 
kosmetisch). Sowohl beim Pferd als auch beim Menschen stellen MSC einen vorteilhaften 
Zelltyp für die allogene Transplantation dar, da sie immunprivilegiert sind, also wenig MHCI 
und kaum MHCII Expression zeigen (BROECKX et al. 2014a, BROECKX et al. 2014b, 
RASMUSSON 2006, UCCELLI et al. 2006).  
Selektiert werden die MSC in Publikation 1 nur durch Plastikadhärenz und in Publikation 2 
durch Plastikadhärenz und teilweise eine CD14 Depletion in P1, da sich in Vorversuchen ein 
höherer Anteil CD14-positiver Zellen bei serumfreier Kultivierung ergab. MSC sind nach wie 
vor eine heterogene Zellgruppe und sollten für klinische Anwendungen möglichst frei von 
unerwünschten Zelltypen wie Makrophagen/ Monozyten sein, die z.B. eine Entzündung 
hervorrufen könnten. In den Hauptversuchen zeigte sich zwar ein leicht erhöhter Anteil CD14-
positiver Zellen in den ersten Passagen, dieser pegelte sich aber auch in den unsortierten 
Proben in den späteren Passagen auf einem niedrigen Level ein. Im weiteren Verlauf der Studie 
2 wurde daher von einer CD14 Depletion abgesehen. 
Die tripotente Differenzierung wurde in Publikation 1 durch Cocktails aus verschiedenen 
Reagenzien induziert und ausgewertet wie zuvor beschrieben (BURK et al. 2013b). In 
Publikation 2 konnte aufgrund zu geringer Zellzahlen keine chondrogene Differenzierung 
stattfinden. Die adipogene und osteogene Differenzierung wurde mit kommerziellen, bereits 
fertigen Differenzierungsmedien durchgeführt, um xenogene Bestandteile und Fehlerquellen 
zu vermeiden. Allerdings musste dem Medium für die adipogene Differenzierung Kaninchen-
serum zugesetzt werden, da sich ohne keine Lipidvakuolen gebildet hatten. Dies könnte in der 
kurzen Kultivierungsdauer mit Differenzierungsmedium begründet sein, die verwendet wurde 
um die Vergleichbarkeit zu vorherigen Studien zu gewährleisten. 
Die Immunophänotypisierung wurde in beiden in vitro Studien mittels Durchflusszytometrie 
durchgeführt. Es wurden die Inklusionsmarker CD29, CD44, CD73, CD90 und CD105 sowie die 
Exklusionsmarker CD14, CD34, CD45, CD79α und MHCII bzw. HLA-DR untersucht. Zusätzlich 
wurde eine Lebend-Tot-Färbung integriert um den Anteil vitaler MSC zu bestimmen. Dadurch 
kann außerdem unspezifische Bindung der Antikörper an intrazelluläre Proteine, die durch eine 
zelltod-bedingte verminderte Membranintegrität möglich ist, aus der Auswertung 
ausgeschlossen werden. Die Immunophänotypisierung equiner Zellen stellt sich als 
Herausforderung dar, da es wenige kommerziell erhältliche Antikörper für Pferde gibt. Dadurch 
gibt es auch Einschränkungen bei der Zusammenstellung der Färbesets, weil es die meisten 
Antikörper nur mit wenigen verschiedenen konjugierten Fluorophoren gibt. Dadurch wird 




anderer Methoden wie RT-PCR oder Fluoreszenzmikroskopie bestätigt werden müssen, damit 
man eine unspezifische Bindung an z.B. Fc-Rezeptoren ausschließen kann. Es wurden 
verschiedenste Antikörper gegen CD73, CD90 und CD105 getestet und dabei auf Fluorophore, 
Kreuzreaktivität, Verfügbarkeit und die aktuelle Literatur geachtet, wobei Ergebnisse anderer 
Studien nicht immer ohne weiteres zu reproduzieren waren. In beiden Studien wurden 
größtenteils die bereits in der Arbeitsgruppe etablierten Antikörper für Pferdezellen verwendet 
(PAEBST et al. 2014). Für CD90 auf humanen Zellen wurde in Publikation 1 ein Antikörper mit 
einem anderen Klon (5E10 anstatt Thy1-A1) verwendet, da der von (PAEBST et al. 2014) 
etablierte Antikörper an humane MSC nicht gebunden hatte. Auch die equinen MSC in Studie 
2 wurden mit dem Klon 5E10 gefärbt und gemessen, da er bessere Resultate erzielte. Eine 
unspezifische Bindung an equine Epitope ist auf der Basis der RT-PCR Ergebnisse 
unwahrscheinlich. Getetstete equine MSC zeigten einen Prozentsatz von mehr als 90 % 
positiven Zellen. Dieser Wert war zwar höher als in den Studien von (PAEBST et al. 2014) und 
(SCHAUWER et al. 2012) mit dem von ihnen etablierten Antikörper, trotz dessen wurde der neu 
etablierte Antikörper (human) gegen CD90 in dieser Studie nur für die humanen MSC genutzt, 
um falsch positive Ergebnisse zu vermeiden. Daher haben die equinen MSC einen scheinbar 
geringeren Prozentsatz CD90 positiver Zellen. Die korrekte Bindung des humanen CD90 
Antikörpers an equine MSC müsste mittels Fluoreszenzmikroskopie (Bindung auf der 
Oberfläche) und RT-PCR (Nachweis, dass CD90 aktuell exprimiert wird) überprüft werden. An 
dieser Stelle erschließt sich das Problem der Immunophänotypisierung von Spezies, die keine 
üblichen Labortiere wie Maus oder Ratte sind. Der Antikörper gegen CD73 in Publikation 1 hat 
weder an die equinen noch an die humanen MSC gebunden, weshalb in Publikation 2 ein 
anderer Klon einer anderen Firma (BD Biosciences) benutzt wurde (AD2). Dieser erzielte gute 
Ergebnisse bei den humanen MSC, für die er produziert wurde, band aber, trotz Nachweis in 
der RT-PCR (Vorversuche), nicht an die equinen MSC. Die Problematik, dass der Antikörper 
gegen CD73 für equine MSC nicht gebunden hatte, wurde bereits in mehreren Studien 
beschrieben (BRAUN et al. 2010, PAEBST et al. 2014, PASCUCCI et al. 2011, RANERA et al. 2011, 
SCHAUWER et al. 2012). Auch beim Menschen gibt es wenige Studien, die alle Inklusionsmarker 
nachweisen, viele weichen auf z.B. CD29 und CD44 aus (BARBERINI et al. 2014, JIN et al. 2013, 
POURGHOLAMINEJAD et al. 2016, SOUSA et al. 2014). Es wird daher empfohlen die auf 
definiertem Immunophänotyp basierte Charakterisierung von equinen MSC zu überdenken 
oder anzupassen (PAEBST et al. 2014).  
Für viele MSC Marker sind keine kommerziell erhältlichen Antikörper verfügbar, weshalb bei 
der Auswahl kaum flexibel verfahren werden kann (BURK et al. 2013a, SCHAUWER et al. 2011). 
Auch bei Antikörpern für humanen Zellen gibt es offensichtlich eine hohe Variabilität. Daher 
sind weitere Studien und Entwicklungen nötig, damit zwei Spezies verlässlich mittels 
Immunophänotypisierung der MSC Marker verglichen werden können. 
In Publikation 1 wurden Isotypkontrollen verwendet um, unspezifische Bindung von 
Antikörpern ausschließen zu können. Diese sind auch Antikörper, die allerdings an Proteine 
binden, die sich nicht auf den Zielzellen befinden. Sie sollten denselben Isotyp wie der 
eigentliche Antikörper besitzen, also aus der gleichen Spezies stammen und die gleichen 
schweren bzw. leichten Ketten sowie dasselbe Fluorochrom besitzen. Zusätzlich sollte sich eine 




diese Voraussetzungen schwer zu erfüllen sind, ist es nicht leicht eine passende Isotypkontrolle 
zu einem Antikörper zu finden (MCCRACKEN 2015). In Publikation 1 wurden Isotypkontrollen 
als Negativkontrollen benutzt, weil diese Methode zum Zeitpunkt der Durchführung der 
Experimente State of the Art war. In Publikation 2 wurden Isotypkontrollen zwar mitgeführt, 
um mögliche unspezifische Bindungen zu demaskieren und weil es von einigen Herausgebern 
von Fachzeitschriften nach wie vor gefordert wird, aber als Negativkontrollen wurden nur 
lebend-tot-gefärbte Zellen derselben Probe verwendet. Diese sind, wenn unspezifische 
Bindung der Antikörper ausgeschlossen wurde, dafür gut geeignet, da sie die Autofluoreszenz 
der Zellen miteinschließen. 
 
4.2 VERGLEICHENDE CHARAKTERISIERUNG HUMANER UND EQUINER MSC – 
DISKUSSION DER ERGEBNISSE 
 
Das Ziel dieser in vitro Studie war der direkte Vergleich der Eigenschaften humaner und equiner 
MSC aus Fett- und Sehnengewebe im Hinblick auf die Übertragbarkeit im Pferdemodell 
gewonnener Erkenntnisse zur regenerativen Therapie orthopädischer Erkrankungen auf den 
Menschen. Equine MSC wurden bereits mehrfach charakterisiert und auch humane MSC 
wurden mit MSC verschiedener Spezies verglichen (BURK et al. 2013b, CARRADE et al. 2012, 
GUEST et al. 2008, HEINO et al. 2012, MARTÍNEZ-LORENZO et al. 2009, PAEBST et al. 2014, 
VIDAL et al. 2012, ZANNETTINO et al. 2010). Der direkte Vergleich humaner und equiner MSC 
fehlte allerdings bisher, obwohl es bereits systematische Übersichtsarbeiten gibt, die das Pferd 
als ideales Modelltier für die Forschung an orthopädischen Erkrankungen konstatieren 
(MCCOY et al. 2013, PATTERSON-KANE et al. 2012, PATTERSON-KANE und RICH 2014). Die 
aufgestellten Hypothesen, dass humane und equine MSC aus Fett- und Sehnengewebe 
ähnliche Charakteristika und Immunophänotypen aufweisen, konnten bestätigt werden. 
Fischzugartiges Wachstum sowie eine spindelförmige Morphologie traten bei allen Proben auf. 
Außerdem wiesen sie eine ähnliche Markerexpression und ein ähnliches tripotentes 
Differenzierungspotential auf. Auch das Migrationspotential war in allen Proben gegeben, die 
Proliferationsrate war zumindest in den frühen Passagen ähnlich. Allerdings ergaben sich auch 
spezies- und quellenspezifische Unterschiede, wie bereits für andere Spezies verglichen zum 
Menschen beschrieben (NOORT et al. 2012, SCHWARZ et al. 2012). Diese könnten durch 
unterschiedliche Methoden in Zellgewinnung und Zellkultivierung mit verursacht werden, 
weshalb die Zellkulturbedingungen in dieser Studie für alle Proben möglichst adäquat gehalten 
wurden (UDER et al. 2018). Die Unterschiede zwischen den MSC verschiedener Spezies müssen 
bei der Übertragung von in Tiermodellen erlangten Erkenntnissen auf den Menschen 
berücksichtigt werden.  
In dieser Studie waren die Zellausbeute pro Gramm Gewebe bei der Isolation und das 
Proliferationspotential in späteren Passagen bei equinen MSC höher als bei humanen MSC. In 
den frühen Passagen gab es keinen großen Unterschied in der Proliferationsrate. Die relativ 
geringere Zellausbeute aus humanem Sehnengewebe könnte darin begründet sein, dass dort 
nur sehr geringe Mengen Gewebe zur Verfügung standen, da es sich um Reste der Sehnen des 




Gewebemengen bedeuten, dass die Gewebestückchen besser in der Verdauungslösung mit 
dem Enzym Collagenase I verteilt sind und die Collagenase daher besser angreifen kann. Es 
könnten also mehr MSC durch die Verdauung beschädigt worden sein, als bei großen Mengen 
equinen Sehnengewebes, wo die Zellen länger durch das umgebende Gewebe „geschützt“ 
werden. Für die Isolation von MSC aus humanem Fettgewebe wurde, mit Ausnahme der 
Zerkleinerung, die durch den breiigen Zustand des Fettgewebes nicht nötig war, aus Gründen 
der Vergleichbarkeit dasselbe Protokoll wie für equines Fettgewebe angewandt. Das 
Fettgewebe wurde also 4 h verdaut, obwohl es für humanes Fettgewebe aus Liposuktionen 
eher üblich ist, eine Zeit von 30 bis 60 min zu wählen (BUSSER et al. 2015, KAMAT et al. 2015, 
SHIN et al. 2017). Auch hier könnten MSC durch die lange Verdauung mit Collagenase 
beschädigt worden sein und daher die Ausbeute geringer ausfallen. Eine geringere Zellzahl, 
die in P0 ausgesät werden kann, kann auch zu früherer Seneszenz und damit weniger 
Proliferationspotential in den späteren Passagen führen. Ab der P1 kann zwar eine relativ 
genaue Zahl MSC ausgesät und weiter kultiviert werden, aber in der P0 erfolgt erst die Selektion 
durch Plastikadhärenz, d.h. es ist nicht genau bekannt, wie viele MSC enthalten sind. Wenn in 
einer Probe mehr andere Zellen enthalten sind, müssen die MSC mehr Zellteilungen vollführen, 
als in Proben mit weniger Fremdzellen, um in die nächste Passage zu gelangen. Dies könnte 
ein Grund dafür sein, dass einige Proben trotz gleicher Passagennummer die replikative 
Seneszenz eher erreichen. Diese liegt bei MSC und anderen somatischen Zellen bei etwa 50 
Zellteilungen (SCHELLENBERG 2016). Danach folgen morphologische und funktionelle 
Veränderungen und irgendwann der Zelltod. Die Inkubationszeiten während der Isolation 
wurden für diese Studie trotz dessen so gewählt, da die Zellkulturbedingungen zur 
Gewährleistung der Möglichkeit der Translation in die Humanmedizin adäquat bleiben sollten. 
Eine Studie von (MARTÍNEZ-LORENZO et al. 2009) ergab jedoch ein ähnliches 
Proliferationspotential von AT-MSC aus Mensch, Schaf und Kaninchen, wobei die Zellausbeute 
im Kaninchen am höchsten war. Dies steht im Widerspruch zur eben getätigten Hypothese. 
(HEINO et al. 2012) fanden keine Unterschiede der Proliferation zwischen BM-MSC aus Mensch 
und Minischwein während (SCHWARZ et al. 2012) einen Einfluss verschiedener 
Zellkulturmedien auf die Proliferation von MSC verschiedener Spezies feststellen konnten. MSC 
aus unterschiedlichen Spezies können also unterschiedliche Ansprüche an Medien stellen. In 
dieser Studie wurden humane und equine MSC trotz dessen mit dem gleichen 
Zellkulturmedium kultiviert um die Vergleichbarkeit zu gewährleisten. Obgleich es 
Unterschiede zwischen Zellausbeute und Proliferationsrate zwischen den hier untersuchten 
Spezies gab, konnten bis P3 therapeutisch relevante MSC-Zahlen aus Mensch und Pferd 
gewonnen werden. 
Obwohl alle Spendertiere adult waren und der gleichen Rasse (Haflinger) angehörten, gab es 
auch Variabilität zwischen den Spendern. Es hat bei allen Proben eine Differenzierung 
stattgefunden, aber nicht alle Proben differenzierten sich in die adipogene, osteogene und 
chondrogene Richtung. Ähnliche Ergebnisse gab es bereits mit ovinen und porzinen MSC 
(ADAMZYK et al. 2013, NOORT et al. 2012). Es gibt also eine gewisse Inter-Donor-Variabilität 
bei Pferden. Dies liegt wahrscheinlich in genetischer Variabilität begründet, da Pferde keine 
speziell für den Tierversuch gezüchteten Tiere sind. Das steigert die Vergleichbarkeit des 
Pferdemodells mit dem Menschen verglichen mit den üblichen Labortieren wie Maus und 




Allerdings führt dies natürlich auch zu Problemen bei der Auswertung, die einen höheren 
Stichprobenumfang nötig machen, damit verlässliche Ergebnisse erzielt werden können. 
Gerade beim Pferd ist dies aber sehr schwierig umzusetzen, da sie verglichen mit Maus und 
Ratte einen viel höheren Personal- und Platzbedarf haben.  
MSC-Charakteristika wie Proliferationsfähigkeit oder Differenzierungspotential sind nicht nur 
bei verschiedenen Spezies unterschiedlich, sondern auch innerhalb einer Spezies abhängig 
davon, woher die MSC stammen (BURK et al. 2013b, MUSHAHARY et al. 2018, RUSSELL et al. 
2016b). In dieser Studie proliferierten equine AT- und TT-MSC gleich schnell, humane TT-MSC 
proliferierten allerdings schneller als ihre aus Fettgewebe stammenden Äquivalente. Dies deckt 
sich nicht mit Daten aus der aktuellen Literatur. Humane AT-MSC proliferieren üblicherweise 
eher schnell verglichen mit humanen MSC aus anderen Quellen (LI et al. 2014). Der direkte 
Vergleich von aus Sehnengewebe der ischiokruralen, also am hinteren Oberschenkel 
befindlichen, Muskulatur gewonnenen MSC und aus Liposuktionen gewonnenen AT-MSC 
zeigte keine signifikanten Unterschiede in der Proliferationsrate (STANCO et al. 2015). Diese 
unterschiedlichen Ergebnisse könnten z.B. durch die Wahl unterschiedlicher Sehnen als 
Zellquellen begründet sein, eher aber durch unterschiedliche Protokolle für die Isolation und 
Kultivierung der Zellen.  
Das osteogene Differenzierungspotential war in allen equinen Proben gegeben, aber nur in 
fünf von neun humanen TT-MSC Proben. (SCHWARZ et al. 2012) beschreiben ein höheres 
osteogenes Differenzierungspotential bei equinen AT-MSC als bei AT-MSC aus Hunden oder 
Schafen. (ZANNETTINO et al. 2010) untersuchten die ektopische Knochenbildung auf 
biologischen Gerüsten durch ovine und humane MSC, wobei die ovinen MSC ein höheres 
osteogenes Potential zeigten als humane MSC. Diese Ergebnisse unterstützen die in dieser 
Studie herausgestellten Unterschiede des osteogenen Differenzierungspotentials zwischen 
humanen und equinen MSC. Allerdings sind diese Ergebnisse teilweise durch die Anwendung 
gleicher Protokolle bei verschiedenen Spezies entstanden. Speziesoptimierte Protokolle 
könnten eine bessere Einsicht bieten (NOORT et al. 2012). Der Vorteil eines geringen 
osteogenen Potentials ist für ein Zellprodukt zur Sehnentherapie nicht von der Hand zu weisen, 
da es das Risiko ungewollter Knochenbildung in der Sehne verringern kann (HARRIS et al. 2004, 
RUI et al. 2011). 
In dieser Studie wurde die Expression der Sehnenmarker Kollagen I A2, Kollagen III A1, Decorin, 
Tenascin-C und Skleraxis mittels quantitativer RT-PCR bestimmt. Dies sind alles wichtige 
Moleküle in Sehnengewebe (RILEY 2008, SCHWEITZER et al. 2001, TAYLOR und CLEGG 2011, 
THORPE et al. 2010, YOON und HALPER 2005). Kollagen I A2 ist eine Kette des Typ I Kollagens, 
welches den wichtigsten Bestandteil der EZM von Sehnen darstellt. Kollagen III A1 und 
Tenascin-C betreffen den Heilungsprozess bzw. Tendinopathien (KADER et al. 2002, RILEY 2008, 
RILEY et al. 1996). Decorin und Skleraxis sind wichtige Proteine für die Reorganisation der 
Sehnenstruktur (ESPIRA et al. 2009, SCHWEITZER et al. 2001, YOON und HALPER 2005). In 
dieser Studie exprimierten die humanen MSC mehr Kollagen III A1 und Tenascin-C und weniger 
Decorin und Skleraxis verglichen mit ihren equinen Äquivalenten. Es wird allgemein 
angenommen, dass MSC die Bildung von strukturiertem Sehnengewebe nach Verletzungen im 
equinen Patienten unterstützen (CROVACE et al. 2010, SCHNABEL et al. 2009, SMITH et al. 




unbekannt sind, kann das Ergebnis dieser in vitro Studie nicht vollständig interpretiert werden. 
Eine Untersuchung der Sehnenmarker in einem passenden in vivo Modell könnte zu einem 
Erkenntnisgewinn bezüglich der Wirkmechanismen von MSC beitragen und erscheint daher 
sinnvoll. 
Der Immunophänotyp der humanen und equinen MSC wurde in dieser Studie mittels 
durchflusszytometrischer Messung bestimmt. Dabei wurden die von (DOMINICI et al. 2006) 
und (PAEBST et al. 2014) vorgeschlagenen Inklusionsmarker CD29, CD44, CD73, CD90 und 
CD105 sowie Exklusionsmarker CD14, CD34, CD45, CD79α und MHCII bzw. HLA-DR untersucht. 
Wenn mehr als 95 % einer Zellpopulation die Inklusionsmarker und weniger als 2 % der 
Zellpopulation die Exklusionsmarker exprimieren, können sie als MSC identifiziert werden. 
Dabei ergaben sich einige Ähnlichkeiten zwischen humanen und equinen MSC sowie eine 
geringe Variabilität zwischen den Individuen den Prozentsatz positiver Zellen betreffend. CD29, 
CD44, CD90 und CD105 wurden relativ konsistent von humanen und equinen MSC exprimiert, 
allerdings nicht immer zu mehr als 95 %. CD73 und die Exklusionsmarker wurden größtenteils 
nicht nachgewiesen. Der misslungene Nachweis von CD73 kann verschiedene Ursachen haben: 
einerseits könnte das Protein 5‘-Nukleotidase nicht auf den Zellen vorhanden sein, andererseits 
könnte der gewählte Antikörper nicht an das Protein binden. Dieses Problem trat bereits in 
einigen Studien zu equinen MSC auf (IACONO et al. 2012, PASCUCCI et al. 2011, SCHAUWER 
et al. 2012).  
In diese Studie zeigte sich außerdem, dass der Immunophänotyp von Zellen einer Probe 
unterschiedlich sein kann. Es handelt sich also bei humanen und equinen MSC um heterogene 
Zellpopulationen. Die Selektion der Zellen durch Plastikadhärenz führt nicht zu einer 
homogenen Zellpopulation wie bereits beschrieben (DOMINICI et al. 2006). Trotz dessen ist 
die Plastikadhärenz zur Selektion von MSC weit verbreitet (BOURIN et al. 2013, IKEBE und 
SUZUKI 2014, TAYLOR und CLEGG 2011). Dazu kommt, dass wenige Arbeitsgruppen das 
gesamte von (DOMINICI et al. 2006) vorgeschlagene Markerset zur Identifikation von MSC 
nutzen (BARBERINI et al. 2014, JIN et al. 2013, POURGHOLAMINEJAD et al. 2016, SOUSA et al. 
2014). Die genaue Identität der isolierten MSC ist daher nach wie vor fraglich. Vorteilhafte 
Effekte bei der Therapie degenerativer orthopädischer Erkrankungen mit dieser heterogenen 
Zellpopulation sind allerdings mehrfach beschrieben (CONZE et al. 2014, EBRAHIMI et al. 2013, 
HANSON et al. 2016, LINERO und CHAPARRO 2014). Es stellt sich daher die Frage, ob weiter 
an einer Methode zur Gewinnung einer homogenen MSC-Population geforscht werden sollte 
oder ob weiterhin die Effekte und Wirkmechanismen der bereits bekannten heterogenen MSC-
Population im Fokus stehen sollten.  
 
4.3 SERUMFREIE KULTIVIERUNG HUMANER UND EQUINER MSC – DISKUSSION DER 
ERGEBNISSE  
 
Das Ziel dieser Studie war es zu evaluieren, ob equine MSC aus Fettgewebe in kommerziellem 
serumfreiem Zellkulturmedium nach Isolation durch die enzymfreie Explant-Methode kultiviert 




verglichen mit konventionell kultivierten equinen MSC aus Fettgewebe verändern. Zum 
Vergleich wurden auch humane aus Fettgewebe stammende MSC in serumfreiem 
Zellkulturmedium untersucht. Die serumfreie Kultivierung von MSC verschiedener Spezies ist 
im Hinblick auf eine sicherere therapeutische Applikation eben jener und der Vermeidung 
ethisch fragwürdiger Gewinnung tierischer Zellkultursupplemente relevant.  
Equine MSC können durch die enzymfreie Explant-Methode aus Fettgewebe gewonnen und 
serumfrei mit kommerziell erhältlichem Zellkulturmedium kultiviert werden. Damit wurde die 
Hypothese 2a bestätigt. Allerdings zeigte sich in der Studie selbst und in Vorversuchen, dass 
equine AT-MSC sensibel auf Chargenänderungen der betreffenden Medien reagieren können, 
obwohl laut Hersteller keine Rezepturänderungen stattgefunden hatten. Allerdings wurde die 
Zusammensetzung des Mediums vom Hersteller nicht bekannt gegeben. Das in dieser Studie 
verwendete serumfreie Medium StemMACSTM der Firma Miltenyi Biotec konnte keine 
konsistente Morphologie und keinen homogenen Immunophänotyp bei equinen AT-MSC 
unterstützen, während es selbigen Merkmalen bei humanen AT-MSC dienlich war. Die 
Hypothese 2b, dass equine AT-MSC trotz unterschiedlicher Isolationsmethoden ähnliche 
Eigenschaften haben, konnte ebenfalls bestätigt werden. Diese Ergebnisse erzielten bereits 
(GITTEL et al. 2013) mit FBS-supplementiertem Zellkulturmedium. Die enzymfreie 
Zellgewinnung als für klinische Anwendungen sicherere und für eine Übertragung auf den 
Menschen praktikablere Methode funktioniert also gut mit equinem Fettgewebe in 
serumfreiem Zellkulturmedium. Auch die Ablösung der MSC während der Kultur erfolgt 
üblicherweise mit Enzymen tierischen Ursprungs wie Trypsin. Mit TrypLE Select, welches nicht 
tierischen Ursprungs ist, konnten keine Unterschiede an den Zellen oder Zellzahlen sowie im 
Handling im Labor mit denselben festgestellt werden. TrypLE Select ist sogar, im Gegensatz zu 
Trypsin/ EDTA bei Raumtemperatur stabil und ist deshalb nicht der produktschädigenden 
Wirkung häufiger Einfrier-/ Auftauzyklen ausgesetzt.  
Die Morphologie der equinen in serumfreiem Medium kultivierten AT-MSC war in dieser Studie 
verschieden von der typischen fibroblasten-ähnlichen Form der in FBS-supplementiertem 
Medium kultivierten MSC. Sie waren subjektiv breiter, flacher und hatten mehr Zellfortsätze 
bzw. zeigten teilweise ein „zerrissenes“ Erscheinungsbild. Diese veränderte Morphologie war 
abhängig von der Mediumcharge und trat vor allem bei der ersten verwendeten Charge auf. 
Auch das Handling der Zellen, vor allem bezogen auf Verklumpungen und Verklebungen, war 
anders als das Handling von in konventionellem Medium kultivierten MSC. Eine mögliche 
Erklärung dafür wäre eine erhöhte EZM-Produktion durch die im serumfreien Medium 
angezüchteten equinen AT-MSC. Die Morphologie der humanen AT-MSC hingegen war 
typisch spindelförmig, wie die Morphologie von in konventionellem Medium kultivierter 
equiner AT-MSC. Interessanterweise wurde in anderen Studien eine Änderung der 
Morphologie der humanen MSC nach xenogenfreier Kultur beobachtet. Diese waren noch 
schlanker (GOTTIPAMULA et al. 2016, SWAMYNATHAN et al. 2014), wuchsen aber auch mehr 
in Bündeln als ihre konventionell kultivierten Äquivalente (CHASE et al. 2010). In dieser Studie 
proliferierten die equinen AT-MSC, die mit der ersten Charge des serumfreien 
Zellkulturmediums angezüchtet wurden, sehr ähnlich. Die MSC jedoch, die mit der zweiten 




Isolationsmethode. Diese Chargenvariation weist einmal mehr auf die Empfindlichkeit der 
untersuchten equinen AT-MSC auf eben jene hin.  
In der vorliegenden Studie wurden humane und equine MSC auf den von (DOMINICI et al. 
2006) und (PAEBST et al. 2014) vorgeschlagenen Immunophänotyp zur Identifikation von MSC 
untersucht. Die serumfrei kultivierten humanen AT-MSC zeigten eine konsistente 
Markerexpression. Dies wurde bereits in aus Knochenmark stammenden humanen MSC 
nachgewiesen (ROLANDSSON ENES et al. 2016). Zwischen den durch enzymatische Digestion 
gewonnenen, primär mit FBS-Zusatz kultivierten AT-MSC und den durch enzymfreie Explant-
Technik gewonnenen MSC offenbarte sich in der vorliegenden Studie kein signifikanter 
Unterschied. Die equinen AT-MSC zeigten ein eher heterogenes Erscheinungsbild bezogen auf 
ihren Immunophänotyp. Wie in Publikation 1 der vorliegenden Dissertationsschrift konnte hier 
kein CD73 nachgewiesen werden. Die Expression von CD105 war, ebenfalls ähnlich zu Studie 
1, variabel. Korrespondierende Ergebnisse wurden bereits für FBS-supplementierte Zellkultur 
in anderen Publikationen veröffentlicht (PAEBST et al. 2014, RANERA et al. 2011, SCHAUWER 
et al. 2012). Dies zeigt wiederholt, dass die für humane MSC von (DOMINICI et al. 2006) 
definierten Kriterien nicht vollständig auf equine MSC übertragbar sind. In der vorliegenden 
Studie reduzierte die serumfreie Kultur die CD90 Expression und erhöhte die Varianz der CD29 
Expression bei equinen MSC. Dies korrespondiert nicht mit Ergebnissen aus der Literatur. 
Demnach konnten für canine und equine BM-MSC konsistente CD29 und CD90 Expressionen 
nachgewiesen werden (CLARK et al. 2016). Für humane BM-MSC wurde allerdings eine 
verringerte CD90 Expression in serumfreier Kultur belegt (AL-SAQI et al. 2014, MIWA et al. 
2012). In der vorliegenden Studie hingegen war die CD90 Expression für humane AT-MSC nahe 
100 %. Diese gegensätzlichen Ergebnisse könnten z.B. durch unterschiedliche Protokolle und 
Antikörper verursacht werden. 
Die Exklusionsmarker CD34, CD45 und MHCII wurden in dieser Studie, wie von der ISCT 
vorgeschrieben, von equinen konventionell kultivierten AT-MSC homogen zu weniger als 2 % 
nachgewiesen. In einigen mit serumfreiem Medium kultivierten Proben wurden allerdings 
kleine Subpopulationen CD34-, CD44- und MHCII-positiver Zellen gefunden. Auch (CLARK et 
al. 2016) haben in equinen BM-MSC kleine Subpopulationen MHCII-positiver Zellen gefunden. 
CD45 als Panleukozytenantigen und MHCII, der auf antigenpräsentierenden Zellen wie 
Monozyten und Makrophagen vorkommt, weisen auf die Anwesenheit unerwünschter Zellen 
hin. CD34 wurde seit kurzem relativ häufig auf aus Fettgewebe stammenden MSC, die noch 
nicht kultiviert wurden, nachgewiesen (LIN et al. 2012). Auf bereits kultivierten MSC ist CD34 
meist nicht mehr nachweisbar. Dies ist ein Hinweis darauf, dass CD34 als Exklusionsmarker 
überdacht werden sollte, da die Abwesenheit desselben offenbar nur die Situation kultivierter 
MSC wiederspiegelt. Der Monozytenmarker CD14 wurde in Vorversuchen für diese Studie 
vermehrt auf equinen AT-MSC nachgewiesen. Ähnliche Ergebnisse wurden bereits für humane 
BM-MSC gefunden (CHURCHMAN et al. 2017). CD14-positive Zellen könnten nach 
therapeutischer Applikation entzündliche Reaktionen provozieren. Dies will man eigentlich 
vermeiden, da es zu genau den Problemen bei der Heilung degenerativer orthopädischer 
Erkrankungen führen könnte, die man eigentlich durch die MSC-Therapie zu umgehen bzw. zu 
verbessern beabsichtigt. Daher wurde in dieser Studie die CD14 Depletion nach Primärkultur 




verwendeten Medium, in P3 keine unterschiedlichen Anteile CD14-positiver Zellen zwischen 
sortierten und unsortierten Proben. Daher wurde die CD14 Depletion in den darauffolgenden 
Versuchen nicht mehr angewendet. Viele Proben besaßen in P3 einen Anteil von weniger als 2 
% CD14-positiver Zellen. Allerdings gab es auch einige Proben, die kleine CD14-positive 
Subpopulationen zeigten. Daher wird zwar keine CD14 Depletion, aber eine 
Immunophänotypisierung vor Applikation zur Sicherung der Qualität des Zellproduktes 
empfohlen.  
Insgesamt ergaben die Untersuchungen der vorliegenden Studie inkonsistente Ergebnisse für 
mit serumfreiem Medium kultivierten equinen AT-MSC. Dies war nicht nur durch die 
unterschiedlichen Chargen begründet, wurde aber von diesen begünstigt. Allerdings wurde 
das genutzte serumfreie Medium zur Kultur humaner MSC hergestellt und erzielte für eben 
jene in der vorliegenden und anderen Studien gute Ergebnisse (ROLANDSSON ENES et al. 
2016). Da die genaue Zusammensetzung des verwendeten serumfreien Mediums unbekannt 
ist, kann nicht ausgeschlossen werden, dass es für equine Zellen schlecht verträgliche 
Bestandteile enthält. Möglicherweise sind speziesspezifische serumfreie Medien mit 
artspezifischen Zusammensetzungen von Wachstumsfaktoren, Aminosäuren und anderen 
Bestandteilen notwendig. Daraus ergibt sich die Empfehlung, spezifische serumfreie Medien 
auch für die veterinärmedizinische Zellkultur zu entwickeln und zu produzieren. Allerdings 
bestünde dann die Frage, ob die Ergebnisse von mit unterschiedlichen Medien kultivierten 
equinen MSC in equinen Modellen auf den Menschen übertragbar sind. Ein direkter Vergleich 
der zu untersuchenden Zellen in dem für humane Zellen passenden Medium wäre dann nötig. 
Funktionelle und die Proliferation betreffende Zellkulturmethoden sowie Methoden zur 
Immunophänotypisierung sollten standardisiert werden, da es bisher Probleme bezüglich 
verschiedenster Methoden zum Vergleich von MSC verschiedener Spezies gab (NOORT et al. 
2012, PAEBST et al. 2014). Es müssen jedoch die Wirkmechanismen von MSC, die in der 
jeweiligen klinischen Applikation eine Rolle spielen, besser bekannt sein, um die Potenz der 
Zellen überprüfen zu können (GALIPEAU et al. 2016, KARNIELI et al. 2017).  
Zum Zeitpunkt der Durchführung der vorliegenden Studie gab es nur zwei Publikationen, die 
serumfreie Kultur von MSC bei Großtieren untersucht hatten (CARDOSO et al. 2012, CLARK et 
al. 2016). In diesen wurden allerdings MSC aus verschiedenen Quellen untersucht und diese 
können unterschiedliche Eigenschaften aufweisen (BURK et al. 2013b, CARRADE et al. 2012, 
PAEBST et al. 2014). Humane serumfrei kultivierte MSC wurden häufiger untersucht, wobei 
vergleichbare Eigenschaften zwischen BM-MSC und AT-MSC gefunden wurden 
(OIKONOMOPOULOS et al. 2015). Insgesamt wurden viele unterschiedliche serumfreie Medien 
untersucht, deren Zusammensetzung nicht bekannt ist. Daher ist ein direkter Vergleich 
verschiedener Studien mitunter schwierig. In der vorliegenden Studie wurden diese trotz 
dessen übersichtlich zusammengefasst, um anhand dieser mögliche Ergebnisse der Kultur mit 
verschiedenen Medien vergleichend abschätzen zu können. Daraus ergibt sich außerdem, dass 
die Vermehrung von humanen und tierischen MSC in serumfreien Medien immer erfolgreich 
war. Dabei muss aber beachtet werden, dass Negativergebnisse selten veröffentlicht werden. 
Die Proliferationsrate der MSC war in den serumfreien Medien verschiedenster Studien oft 
besser als die in konventionellen Medien. Die Immunophänotypisierung war allerdings sehr 




MIWA et al. 2012) und es wurden teilweise keine exakten Anteile der Marker angegeben 
(AGATA et al. 2009, CARDOSO et al. 2012, COROTCHI et al. 2013, GOTTIPAMULA et al. 2016, 
HO et al. 2011, MEULEMAN et al. 2006, OIKONOMOPOULOS et al. 2015). Das Differenzierungs-
potential wurde nicht immer untersucht, war aber größtenteils vorhanden und teilweise mehr 
ausgeprägt als bei konventioneller Zellkultur (AGATA et al. 2009, AL-SAQI et al. 2014, HO et al. 
2011, LINDROOS et al. 2009, MIWA et al. 2012, SWAMYNATHAN et al. 2014, WU et al. 2016). 
Dabei muss man indes beachten, dass in vitro Differenzierungspotential keinen alleinigen 
Beweis für die tatsächliche in vivo Potenz von MSC darstellt (GALIPEAU et al. 2016, KARNIELI et 
al. 2017). Das komplexe System aller im Körper stattfindenden Vorgänge ist nach wie vor nicht 
vollständig erschlossen und kann in vitro nur begrenzt nachgestellt werden. In einigen Studien 
wurden, zusätzlich zu den Veränderungen des Immunophänotyps, funktionale Veränderungen 
der MSC nachgewiesen (CLARK et al. 2016, GERBY et al. 2017). Die vorliegende Studie legt mit 
ihren Erkenntnissen zur serumfreien Kultur equiner MSC einen Grundstein für weitere 
Untersuchungen. 
 
4.4 SCHLUSSFOLGERUNGEN UND AUSBLICK 
 
MSC sind bereits ein weltweit etabliertes regeneratives Therapeutikum für degenerative 
orthopädische Erkrankungen des Pferdes. Zusätzlich bietet diese Spezies durch ihre Größe, 
Anatomie und Biomechanik gute Eigenschaften zur Vergleichbarkeit mit dem humanen 
muskuloskelettalen System. Daher stellt das Pferd, trotz hohem Haltungsaufwand, ein ideales 
Modelltier für orthopädische Erkrankungen des Menschen dar, die bisher eher konservativ oder 
chirurgisch mit schlechtem bis mittelmäßigem Erfolg behandelt wurden.  
Die vorliegenden in vitro Studien leisten einen wichtigen Beitrag zur Vergleichbarkeit der 
beiden Spezies auf Zellebene und zeigen auch Grenzen der Übertragbarkeit auf. Ferner wurde 
ein Grundstein für weitere Untersuchungen an serumfreier Zellkultur equiner MSC gelegt und 
die Wichtigkeit von Qualitätskontrollen betont. Diese sind für präklinische Studien im Hinblick 
auf Good Laboratory und Manufacturing Practice außerordentlich wichtig. 
Funktionale, speziesspezifische Methoden müssen weiterhin im Fokus der Forschung stehen 
um eine gewinnbringende Translation zu erlauben. Auch Wirkmechanismen von MSC sollten 
mittels geeigneter in vitro und in vivo Modelle weiter ergründet werden um die Sicherheit der 
Anwendung und die Übertragbarkeit der Ergebnisse auf den Menschen zu gewährleisten. 
Die Therapie von Erkrankungen mit MSC ist nach wie vor ein interessantes, zukunftsträchtiges 
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Einleitung – Multipotente mesenchymale Stromazellen (MSC) sind seit etwa zwei Jahrzehnten 
ein wichtiger Schwerpunkt der regenerativen Forschung. In der Veterinärmedizin ist die 
Applikation von MSC als Behandlung degenerativer Erkrankungen des Bewegungsapparates 
speziell bei Pferden, die natürlicherweise ähnliche orthopädische Bedingungen und 
Prävalenzen haben wie der Mensch, bereits etabliert. Diese Erkenntnisse in die Humanmedizin 
zu übertragen wäre von großem Nutzen. Über die Vergleichbarkeit humaner und equiner 
Zellprodukte ist bisher wenig bekannt, obwohl biomechanische Kongruenzen zwischen 
humanen und equinen Sehnen und Gelenken sowie die Eignung des Pferdes als 
orthopädisches Modelltier bereits bekannt sind. Serumfreie Kultur von MSC könnte die 
Sicherheit und Standardisierung möglicher therapeutischer Zellprodukte gewährleisten. Ein 
direkter Vergleich humaner und equiner MSC, auch unter verschiedenen Kulturbedingungen, 
könnte zu einem besseren Verständnis des Translationsprozesses führen und ist relevant für 
präklinische Studien.  
Ziele – Die Zielsetzungen dieser Studien waren der direkte Vergleich der Eigenschaften 
humaner und equiner MSC aus Fett- und Sehnengewebe und die vergleichende Kultivierung 
humaner und equiner MSC in kommerziell erhältlichem serumfreiem Zellkulturmedium. Die 
erste Studie sollte die Translation der vielversprechenden Ergebnisse regenerativer 
Zelltherapien an Pferden auf den Menschen unterstützen. Die zweite Studie sollte 
Informationen zur Durchführbarkeit der serumfreien Zellkultur mit equinen MSC liefern, da 
diese relevant für präklinische Tiermodelle sind. 
Material und Methoden – In diesen in vitro Studien wurden humane und equine MSC 
funktionell und immunophänotypisch charakterisiert. In Publikation 1 wurden humane und 
equine MSC aus Fett- und Sehnengewebe bezüglich ihrer Proliferations- und 
Migrationspotentiale, ihrer Fähigkeit zur tripotenten Differenzierung in die adipogene, 
osteogene und chondrogene Richtung sowie ihres Immunophänotyps verglichen. CD29, CD44, 




DR als Exklusionsmarker für die MSC Identifikation wurden mittels Durchflusszytometrie 
untersucht. Humane aus Fettgewebe stammende MSC (AT-MSC) wurden aus während 
kosmetischer Eingriffe abgesaugtem Fett von neun gesunden Spendern gewonnen (Alter von 
31 bis 45 Jahre, weiblich und männlich). Humane aus Sehnengewebe stammende MSC (TT-
MSC) wurden von neun gesunden Spendern (Alter von 20 bis 32 Jahre, männlich) im Verlauf 
von Kreuzbandplastiken gewonnen. Alle humanen Proben wurden nach Information der 
Patienten und Erlaubnis durch die zuständigen Behörden (AZ 053-13-11032013) gewonnen. 
Equines Fett- und Sehnengewebe wurde aus sieben gesunden Spenderpferden (Alter von 3 bis 
18 Jahre, weiblich und männlich) als gepaarte Proben entnommen (Behördenzeichen A13/10). 
In Publikation 2 wurden humane und equine AT-MSC nach Isolation durch enzymatische 
Digestion oder die Explant-Methode in serumfreiem Medium kultiviert. Die Bestimmung des 
Proliferationspotentials, die tripotente Differenzierung und die Analyse des Immunophänotyps 
wurde, mit geringen Modifikationen, wie in Studie 1 durchgeführt. Fettgewebe wurde von 
sechs euthanasierten Pferden (Alter von 2 bis 16 Jahre, weiblich und männlich) und vier 
humanen Spendern (Alter 23 bis 42 Jahre, weiblich) wie in Studie 1 gewonnen. Zur statistischen 
Auswertung wurde die SPSS Statistics software benutzt. Gepaarte und ungepaarte nicht 
parametrische Tests wurden zur Auswertung der Daten durchgeführt. Für Publikation 1 wurde 
die Signifikanz bei p<0.01 definiert. In Studie 2 wurde die Signifikanz bei p≤0.05 definiert. 
Ergebnisse – In Studie 1 zeigten sich grundsätzliche Ähnlichkeiten zwischen humanen und 
equinen MSC. Alle Proben zeigten gutes Migrations- und Differenzierungspotential. Allerdings 
konnte in fünf von neun humanen TT-MSC Proben keine osteogene Diffrenzierung 
nachgewiesen werden. Das Proliferationspotential humaner und equiner MSC war in den 
frühen Passagen ähnlich, jedoch waren die Zellausbeute nach der Isolation und die 
Proliferationsrate in späteren Passagen bei den equinen Proben höher (p<0.01). Alle Proben 
exprimierten CD29, CD44, CD90 und CD105, aber waren negativ für CD73, CD14, CD34, CD45, 
CD79α und MHCII/ HLA-DR. In Studie 2 konnten equine AT-MSC enzymfrei isoliert und dann 
erfolgreich serumfrei kultiviert werden. Allerdings war die Morphologie und das Handling der 
Zellen im Labor nach serumfreier Kultur verändert verglichen mit in konventionllem Medium 
kultivierten AT-MSC. Der Immunophänotyp und die Proliferationsrate waren heterogener nach 
Kultivierung mit serumfreiem Medium und schienen sich zwischen den Chargen des Mediums 
zu verändern. CD90 wurde von den unterschiedlichen Gruppen unterschiedlich stark exprimiert 
(p<0.05), während kleine Subpopulationen von serumfrei kultivierten Zellen die 
Exklusionsmarker CD14, CD34, CD45 und MHCII exprimierten. Die humanen Proben zeigten 
eine homogenere Expression der Oberflächenmarker und hohe Anteile CD73-positiver Zellen. 
Schlussfolgerung – Obwohl die vorliegenden in vitro Studien einen hohen Grad der Analogie 
zwischen humanen und equinen MSC zeigten, offenbarten sie auch potentiell relevante 
Unterschiede, die ein besseres Verständnis der translationalen Forschung im equinen Modell 
ermöglichen. Serumfreie Zellkultur ist für equine MSC möglich, muss allerdings für präklinische 







Comparative Characterization and serum-free cultivation of human and equine 
mesenchymal stromal cells 
University Equine Hospital, Faculty of Veterinary Medicine, University of Leipzig 
 
Submitted in December 2018 
66 pages, 9 figures, 1 table, 2 publications, 174 references 
 
Keywords – mesenchymal stromal cells, cell therapy, animal model, horse, serum-free, adipose, 
tendon, immunophenotyping 
 
Introduction – Multipotent mesenchymal stromal cells (MSC) have been in the center of 
attention of regenerative therapies research for a few decades now. In veterinary medicine, 
especially in horses who have naturally occurring orthopedic diseases similar to humans, 
application of MSC for treatment of degenerative diseases of the musculoskeletal system is 
already established. It appears favorable to translate these experiences and results to human 
medicine. However, while the biomechanical similarities between equine and human tendons 
and joints and the suitability of the horse as a model for human orthopedic diseases is already 
known, little is known about the comparability of cellular properties of equine and human MSC. 
Serum-free culture is an approach to improve safety and standardization of cellular products. 
A direct comparison of human and equine MSC under different culture conditions enables the 
understanding of the translational process and is of relevance for preclinical studies. 
Aims – The objectives of these studies were to directly compare the properties of human and 
equine MSC derived from adipose and tendon tissue and to comparatively cultivate human 
and equine adipose tissue derived MSC in commercially available serum-free human MSC 
medium. The first study aimed to help translate the promising results of cellular therapy 
obtained in the equine model to human medicine. The second study aimed to provide 
information on serum-free culture of equine MSC which is of relevance for preclinical animal 
models. 
Materials and methods – For these in vitro studies, human and equine MSC were functionally 
and immunophenotypically characterized. In publication 1, human and equine tendon and 
adipose derived MSC were compared based on their culture characteristics like proliferation 
potential or migration potential, their multilineage differentiation capacity to adipocytes, 
chondroblasts and osteoblasts and their immunophenotypic features. CD29, CD44, CD73, 
CD90 and CD105 as inclusion markers and CD14, CD34, CD45, CD79α and MHCII/ HLA-DR as 




MSC (adipose tissue derived MSC) were obtained from lipoaspirates from nine healthy donors 
(age range from 31 to 45 years, female and male) and human TT-MSC (tendon tissue derived 
MSC) were collected from nine healthy donors (age range from 20 to 32 years, male) cruciate 
ligament plastics. All human samples were collected with permission of the donors and 
approval by local authorities (AZ 053-13-11032013). Equine adipose tissue and tendon tissue 
were collected from seven healthy horses (age range from 3 to 18 years, female and male) as 
paired samples (approved by local authorities A13/10). In publication 2, human and equine AT-
MSC were isolated with enzymatic digestion as well as enzyme-free explant method and 
cultivated in serum-free medium. Proliferation potential, multilineage differentiation and 
immunophenotypic analysis were, with slight modifications, performed like in study 1. Six 
equine samples were collected from horses (age range from 2 to 16 years, female and male) 
euthanized due to unrelated reasons and four human samples were collected from healthy 
donors (age range from 23 to 42 years, female) as in study 1. Statistical analysis was performed 
using SPSS Statistics software. Paired and unpaired non-parametric tests were performed in 
both studies. For study 1, significance was defined at p<0.01. In study 2 significance was 
defined at p≤0.05. 
Results – In study 1, similarities between human and equine MSC could be demonstrated. All 
samples showed a good migration capacity and trilineage differentiation potential. However, 
osteogenic differentiation only worked out in five out of nine human TT-MSC samples. 
Proliferation potential of human and equine samples was similar in the early passages, but cell 
recovery following isolation as well as proliferation rates in later passages were higher in equine 
samples (p<0.01). All samples expressed CD29, CD44, CD90 and CD105 but lacked expression 
of CD73, CD14, CD34, CD45, CD79α and MHCII/ HLA-DR. In study 2, equine AT-MSC could be 
isolated enzyme-free and then cultivated with serum-free medium. However, serum-free 
cultivated equine MSC partly changed morphology and laboratory handling properties 
compared to their conventionally cultivated counterparts. Immunophenotype and proliferation 
of equine cells tended to be more inconsistent when cultured with serum-free medium and 
seemed to depend on the used medium lot. Expression of CD90 showed differences between 
experimental groups (p<0.05). Equine MSC cultivated with serum-free medium showed lower 
percentages of CD90 positive cells compared to conventional medium. Furthermore, small 
subpopulations of cells expressing exclusion markers CD14, CD34, CD45 and MHCII could be 
detected after culture with serum-free medium. Human samples showed a more homogeneous 
expression of surface markers including high percentages of CD73 positive cells. 
Conclusion – While these in vitro studies demonstrated a high level of similarity between 
human and equine MSC, they also revealed some potentially relevant differences enabling a 
better understanding of translational research in the equine model. Serum-free cell culture is 
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